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I. EINLEITUNG 
Der Begriff „Mikrobiom“ wurde 2001 von Joshua Lederberg geprägt und 
bezeichnet die Gesamtheit der mikrobiellen Taxa, die ein Habitat besiedeln 
(LEDERBERG & MCCRAY, 2001). In den letzten Jahren gewann dieses Thema 
stark an Bedeutung und weckte großes Forschungsinteresse. Zahlreiche Studien 
beschäftigen sich aus unterschiedlichen Blickwinkeln mit der Veränderung des 
Mikrobioms eines jeweiligen Organsystems und möglichen gesundheitlichen 
Folgen. Die Rolle von Bakterien bei der Entstehung und Aufrechterhaltung 
respiratorischer Erkrankungen der Katze ist derweil noch weitgehend ungeklärt.  
Traditionell wurden mikrobielle Untersuchungen im felinen Respirationstrakt 
mittels kulturellem Nachweis durchgeführt. So wurden insbesondere im 
Zusammenhang mit dem Katzenschnupfenkomplex bestimmte Bakterien als 
Primär-, andere als Sekundärerreger identifiziert. Untersuchungen zum 
Bakterienvorkommen bei gesunden Katzen oder Katzen mit nasalen Neoplasien 
lagen dagegen kaum vor. Die in der Mikrobiomforschung angewandte 
Genomsequenzierung ermöglicht es, ein Bakterienvorkommen zu identifizieren, 
welches mit herkömmlichen Methoden nicht nachweisbar ist. Ziel der 
Mikrobiomforschung liegt darin, ein Core-Mikrobiom in bestimmten 
Organsystemen zu identifizieren und nachfolgend diagnostische Tests zu 
etablieren, die Veränderungen des Mikrobioms bei Krankheiten detektieren 
(VAZQUEZ-BAEZA et al., 2016). Außerdem ermöglichen die Kenntnisse über das 
veränderte Mikrobiom bei unterschiedlichen Krankheiten, spezifisch auf das 
bakterielle Ungleichgewicht einzuwirken und somit eine differenzierte und an die 
Situation angepasste Therapie durchzuführen (SMITS et al., 2013). Man geht davon 
aus, dass zukünftig vielversprechende Behandlungsansätze unter Zuhilfenahme von 
Bakterien, die die kommensalen Mikroorganismen unterstützen, durchgeführt 
werden können. Gleichzeitig würde ein verminderter Einsatz von Antibiotika bei 
erhöhtem Gebrauch von Probiotika der alarmierenden Resistenzlage vieler 
Bakterien entgegenwirken und Nebenwirkungen reduzieren (LEMON et al., 2012).  
Ziel dieser Arbeit war, das Nasenmikrobiom von gesunden Katzen, Katzen mit 
Katzenschnupfen und Katzen mit Nasentumoren mittels 16S-rRNA-Amplikon-
Sequenzierung zu beschreiben. Des Weiteren sollte die Frage geklärt werden, ob 
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das Mikrobiom der Nase bei gesunden Katzen von individuellen Faktoren und 
Umwelteinflüssen beeinflusst wird. 
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II. LITERATURÜBERSICHT 
1. Mikrobiom 
Der Begriff „Mikrobiom“ leitet sich von den altgriechischen Worten „mikrós“ für 
„klein“ und „bíos“ für „Leben“ ab (BANAY, 1948). 2001 prägte der 
Nobelpreisträger und US-Molekularbiologe Joshua Lederberg die Begriffe 
„Mikrobiota“ und „Mikrobiom“ (LEDERBERG & MCCRAY, 2001).  
 Definition der Mikrobiota 
Lederberg definierte Mikrobiota als eine mikrobielle Systematik (LEDERBERG & 
MCCRAY, 2001). Auch JOHNSON und VERSALOVIC (2012) bezeichneten 
Mikrobiota als eine mikrobielle Gemeinschaft. Laut der Definition von 
HASEGAWA und CAMARGO (2015) sind Mikrobiota alle in einer bestimmten 
Nische oder Region auffindbaren Mikroben. URSELL et al. (2012) wiederum 
beschrieben Mikrobiota als alle mikrobiellen Taxa, die dem Menschen zugeordnet 
werden. 
 Definition des Mikrobioms 
Das Mikrobiom stellt ein Spektrum an Symbionten (gleichsam nützlich für 
Mikroben und Wirt) (PERRET et al., 2000), Kommensalen (neutral für Mikroben 
und Wirt) und Pathogenen (schädigend für den Wirt) dar (STEINERT et al., 2000). 
LEDERBERG charakterisierte das Mikrobiom als den Katalog dieser 
kommensalen, symbiotischen und pathogenen Mikroben und ihrer Gene 
(LEDERBERG & MCCRAY, 2001). Diese Definition wurde erweitert um die 
Gemeinschaft der Gene und Genprodukte von Mikroben, die in und auf Menschen 
leben (JOHNSON & VERSALOVIC, 2012). HASEGAWA und CAMARGO 
(2015) führten in ihrer Definition als Beispiele für Mikroben Bakterien, Archaeen, 
Pilze und Viren im menschlichen Körper an. 
 Definition des Metagenoms 
Bezugnehmend auf das Humangenomprojekt vertrat Lederberg die These, dass eine 
umfassende genetische Beurteilung des Menschen nur möglich sei, wenn hierbei 
auch die Gene des Mikrobioms eingeschlossen wären (LEDERBERG & 
MCCRAY, 2001). Diese Gesamtheit der genomischen Information wird durch das 
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Metagenom beschrieben, das aus einer komplexen mikrobiellen Gemeinschaft und 
der humanen Desoxyribonukleinsäure (DNA) besteht (JOHNSON & 
VERSALOVIC, 2012; SEGATA et al., 2013). 
 Bedeutung des Mikrobioms 
Im Hinblick auf die Allgegenwärtigkeit von Bakterien machten KIL und 
SWANSON (2011) die Aussage:  
„Whether in an ocean reef, a landfill, or a gastrointestinal tract (GIT), 
invisible communities of highly active and adaptable microbes prosper.” 
Bereits 1998 wurde vermutet, dass die Anzahl der Prokaryoten, die den Körper von 
Tieren besiedeln, enorm, jedoch im Vergleich zur Gesamtheit der auf der Erde 
vorkommenden Prokaryoten verschwindend gering ist (WHITMAN et al., 1998). 
Sowohl der Körper von Menschen als auch der von Tieren wird von vielen 
verschiedenen Bakterienspezies besiedelt (LI et al., 2012). SAVAGE (1977) 
postulierte, dass gemessen an der Gesamtzahl an Zellen eines Menschen, nur 10 % 
der Zellen wirtseigen sind. Mittlerweile geht man davon aus, dass allein die Anzahl 
der im Gastrointestinaltrakt beheimateten kommensalen Mikroben die Anzahl an 
körpereigenen Zellen um ein Zehnfaches übertrifft (KIL & SWANSON, 2011). Die 
menschliche mikrobielle Flora besteht demnach aus 10–100 Trillionen 
symbiotischen mikrobiellen Zellen, insbesondere aus Darmbakterien. Das humane 
Mikrobiom wiederum setzt sich aus den Genen dieser Zellen zusammen 
(TURNBAUGH et al., 2007). Allein das Mikrobiom des Darms enthält 150-mal 
mehr genetische Information als der Mensch an sich (QIN et al., 2010). Das 
Mikrobiom unterscheidet sich individuell (KASPAR et al., 2016) und variiert je 
nach Körperlokalisation (COSTELLO et al., 2009; HUMAN MICROBIOME 
PROJECT CONSORTIUM, 2012). Die meisten Interaktionen zwischen dem 
Menschen und Mikroorganismen resultieren nicht in einer Erkrankung 
(DETHLEFSEN et al., 2007) - die Mikroorganismen leben in der Regel unter 
physiologischen Umständen in einer symbiotischen Beziehung mit ihrem Wirt 
(GRICE & SEGRE, 2012). So unterstützt das Mikrobiom die Stimulation, 
Ausbildung und Regulation des Immunsystems (CASH et al., 2006). Es beeinflusst 
die Schleimhaut- und Hautstruktur und ist an der Vorbeugung einer Kolonisation 
mit potentiell pathogenen Mikroorganismen (WANKE et al., 2011) und der 
Widerstandsfähigkeit gegenüber Infektionen (THERIOT & YOUNG, 2014) 
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beteiligt.  
1.4.1. Konkurrenz der Bakterien 
Der Konkurrenzkampf um Körpernischen bewirkt einen Selektionsdruck. So 
korreliert das Vorhandensein einer bestimmten Spezies negativ mit dem 
Vorkommen einer anderen Spezies (FAUST et al., 2012). Erklärungsversuche 
hierfür lieferte die Genomanalyse des menschlichen Mikrobioms. Damit konnten 
mehrere Gen-Cluster ausfindig gemacht werden, die für Enzyme kodieren, welche 
mit der Produktion von Antibiotika assoziiert sind. Darauf basierend konnte 
beispielsweise gezeigt werden, dass Enterococcus feacalis im Gastrointestinaltrakt 
von Mäusen antimikrobiell wirksames Bacteriocin produziert, welches den 
Wettbewerb um die bakterielle Besiedlung des Darmes beeinflusst (KOMMINENI 
et al., 2015). Die unterschiedliche Konzentration und Variation von Bacteriocin ist 
abhängig von der jeweiligen Körpernische und führt zu einer stark differierenden 
mikrobiellen Besiedlung der einzelnen Körperhabitate (ZHENG et al., 2015). In 
einer In-vitro-Studie konnte belegt werden, dass Streptococcus mutans 
antimikrobiell wirksames Lantibiotikum produziert, welches das Wachstum 
anderer Streptokokken und weiterer grampositiver Mikroorganismen hemmt 
(CHIKINDAS et al., 1995). Lactocillin, ein neues zu den Thiopeptiden zählendes 
Antibiotikum, wurde bei Kommensalen der humanen Vagina nachgewiesen. Es hat 
das Potential, antibakteriell gegen Pathogene, die dieses Habitat besiedeln könnten, 
zu wirken (DONIA et al., 2014). Staphylococcus lugdunensis, ein Kommensale der 
menschlichen Nase, produziert Lugdunin, welches zu den neuartigen zyklischen 
Peptidantibiotika gehört, die Thiazlidin enthalten. Aufgrund dessen vermindert die 
Kolonisation der Nase mit diesem Bakterium eine gleichzeitige Besiedlung mit dem 
potentiellen Pathogen Staphylococcus aureus (S. aureus) (ZIPPERER et al., 2016).  
1.4.2. Beeinflussung der Physiologie durch Bakterien 
Insbesondere die Funktion von gastrointestinalen Mikrobiota wurde in den letzten 
Jahren intensiv erforscht. Neben ihrer Beteiligung an der Nährstoffverdauung 
(FLINT et al., 2012) und bei Immunfunktionen (MACPHERSON et al., 2000), 
erfüllen sie eine wichtige Rolle bei metabolischen Funktionen (QIN et al., 2010) 
und beeinflussen den Metabolismus und die Toxizität von Medikamenten 
(CLAYTON et al., 2006). Das Mikrobiom reguliert außerdem 
Stoffwechselprozesse im Körper, wie beispielsweise den Fettstoffwechsel im 
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Darm. Im Mäuseversuch konnte festgestellt werden, dass keimfrei aufgezogene 
Mäuse, denen das Mikrobiom des Darmes normaler Mäuse instilliert wurde, 
innerhalb von 14 Tagen an Körperfett zunahmen und insulinresistent wurden - 
dabei nahmen sie jedoch weniger Futter zu sich als die Vergleichsmäuse, die von 
Geburt an ihr natürliches Darmmikrobiom hatten (BACKHED et al., 2004). Somit 
ist das Mikrobiom als metabolisch eigenes Organ anzusehen, welches die 
Physiologie und den Phänotyp des Wirts potentiell beeinflusst (KIL & SWANSON, 
2011).  
1.4.3. Interaktionen von Bakterien 
Aufzeichnungen, die auf Vorlesungen des New York Veterinary College der 1920er 
Jahre basieren, zeugen von dem bereits damals vorhandenen Wissen, dass viele 
Infektionserkrankungen auf mehreren Erregern beruhen (TIMONEY et al., 1988). 
Die Entstehung von Infektionserkrankungen kann durch Mikroorganismen auf 
verschiedene Arten herbeigeführt werden: Einige pathogene Organismen 
potenzieren die Effekte anderer Pathogene. Als Beispiel sind hier virale 
Infektionen, auf die Sekundärinfektionen mit Bakterien folgen, anzuführen. Wieder 
andere Mikroorganismen können nur in Kombination mit anderen ernsthafte 
Erkrankungen auslösen (BAKALETZ, 2004). Generell stellt die Besiedelung mit 
Kommensalen einen der bedeutendsten Schutzmechanismen gegenüber Infektionen 
mit Pathogenen dar (SMITH, 1982). Daneben sind kommensale Mikrobiota jedoch 
auch Reservoir für Pathogene und Träger von Antibiotikaresistenzen (HU et al., 
2013; LIU et al., 2013b) oder Virulenzgenen (GARCIA-RODRIGUEZ & 
FRESNADILLO MARTINEZ, 2002). Kommt es zu Imbalanzen des Mikrobioms, 
kann dies zu Erkrankungen des Wirts führen (CHARLSON et al., 2011). In diesem 
Zusammenhang wurden lange Perioden asymptomatischer Besiedlung des oberen 
Respirationstrakts mit potentiellen Pathogenen (GARCIA-RODRIGUEZ & 
FRESNADILLO MARTINEZ, 2002), aber auch invasive Erkrankungen durch 
normalerweise harmlose Kommensalen beschrieben (BAKALETZ, 2004). Diese 
Erkenntnisse erschweren die Definition von Kommensalen des Respirationstrakts. 
Stattdessen ist es sehr wahrscheinlich, dass jede Körperregion Mikrobiota 
beheimatet, die durch die jeweilige Körperlokalisation (BLASER & FALKOW, 
2009), Störung der bakteriellen Gemeinschaft, Umwelteinflüsse (FELDMAN & 
ANDERSON, 2013) und Immunantwort des Wirts (STARKEY et al., 2013) 
beeinflusst werden. Es kann darüber hinaus zu Veränderungen des Mikrobioms 
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kommen, wenn primäre Prozesse wie Tumorerkrankungen (ROBINSON et al., 
2017), virale Infektionen (ALLEN et al., 2014) oder chronisch entzündliche 
Prozesse (JERVIS BARDY & PSALTIS, 2016) vorliegen, die eine Störung der 
lokalen Schleimhautintegrität (KIM et al., 2015) und der natürlichen 
Schutzmechanismen des Körpers (ZARIWALA et al., 2007) bewirken. 
Die Rolle von Bakterien in der Nase wurde auch beim Menschen bisher nicht 
vollständig erforscht, was auch mit der Schwierigkeit ihrer Einordnung in 
Kommensalen und Pathogene zusammenhängt. Weltweit haben es sich 
Mikrobiomprojekte zur Aufgabe gemacht, unter anderem im Respirationstrakt die 
Rolle dieser Symbionten zu erforschen und ihr Mitwirken an der menschlichen 
Gesundheit zu evaluieren (PETERSON et al., 2009). 
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2. Humanes Mikrobiom des oberen Respirationstrakts 
Das nasale Mikrobiom des Menschen hat im Gegensatz zu dem von Katzen in den 
letzten Jahren große Beachtung gefunden. Auf beim Menschen untersuchte 
Faktoren und Krankheiten, welche auch bei Katzen eine Rolle spielen könnten, wird 
im Rahmen dieses Kapitels genauer eingegangen. 
Die Nase filtert (LIPPMANN et al., 1980), erwärmt und befeuchtet (GEURKINK, 
1983) täglich über 10.000 Liter Luft, bevor diese die Lunge erreichen 
(REYNOLDS, 1991). Im Respirationstrakt stellt sie auch die erste Lokalisation dar, 
die mit der Umwelt in Form von Partikeln, Mikroorganismen und Allergenen in 
Kontakt tritt. Konsequenterweise resultiert hieraus, dass sie ein hochgradig 
entwickeltes angeborenes und erworbenes Immunsystem beherbergt (SCADDING 
et al., 2011). Aufgrund ihrer exponierten Lokalisation wird davon ausgegangen, 
dass die Nase zusätzlich zu ihren eigenen Bakterien aus der Umwelt stammende 
Mikroben beheimatet (BIRZELE et al., 2017). Die mittels Sequenzierung am 
häufigsten nachgewiesenen Stämme in der menschlichen Nase sind Actinobacteria, 
Firmicutes und Proteobacteria (BASSIS et al., 2014). Bereits im Jahr 2000 konnte 
gezeigt werden, dass das nasale Mikrobiom sich vom Mikrobiom des Pharynx 
unterscheidet (RASMUSSEN et al., 2000). Darüber hinaus unterscheidet es sich 
auch vom oralen Mikrobiom, und es gibt auch nur geringe Übereinstimmungen mit 
dem Mikrobiom der Lunge bei gesunden Individuen (BASSIS et al., 2015). Das 
nasale Mikrobiom des Menschen ist sehr vielfältig und variiert stark zwischen 
einzelnen Individuen (RASMUSSEN et al., 2000; BOGAERT et al., 2011; ALLEN 
et al., 2014), vergleichbar mit einem Fingerabdruck (KASPAR et al., 2016). 
 Physiologische Veränderungen 
Mikrobielle Gemeinschaften unterscheiden sich in Qualität und Quantität. 
Beeinflusst werden sie von physikalisch-chemischen Umwelteinflüssen und 
physikalischen und metabolischen Veränderungen, die durch den Wirt 
hervorgerufen werden (VON WINTZINGERODE et al., 1997). 
2.1.1. Altersabhängigkeit 
Die mikrobielle Besiedlung des oberen Respirationstrakts beginnt direkt nach der 
Geburt. Dabei sammeln sich zunehmend verschiedene Bakterienspezies an, die sich 
nach und nach zu einer komplexen und dynamischen mikrobiellen Flora 
entwickeln. Ab einem Alter von etwa eineinhalb Monaten können unterschiedliche 
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Ausprägungen des Mikrobioms im Respirationstrakt von gesunden Kindern 
festgestellt werden. Schon diese ersten Mikrobiomprofile korrelieren mit der 
Stabilität und auch der Veränderung des Mikrobioms im Laufe der Zeit. 
Kleinkinder, in deren nasaler mikrobieller Zusammensetzung die Taxa Moraxella, 
Corynebakterium und Dolosigranulum vorherrschend waren, wiesen in den ersten 
zwei Lebensjahren ein stabileres Mikrobiom und weniger Infektionen des 
Respirationstraktes auf als Kinder, bei denen diese Bakterien seltener nachzuweisen 
waren. Hingegen war das Vorherrschen der Taxa Haemophilus und Streptoococcus 
mit einem weniger stabilen Mikrobiom assoziiert (BIESBROEK et al., 2014a). Vor 
allem während des ersten Lebensjahres verändert sich das nasale Mikrobiom 
deutlich, bleibt dabei aber stets individuell. In diesem Zeitraum nimmt die Dichte 
an Bakterien im oberen Atmungstrakt exponentiell zu. Die auf Operational 
Taxonomic Units (OTUs), der Zusammenfassung ähnlicher Sequenzen von 
vermutlich ähnlichen Bakterien zu einer taxonomischen Einheit (SCHLOSS et al., 
2009), basierende Vielfalt des Mikrobioms nimmt insgesamt hingegen exponentiell 
ab (MIKA et al., 2015). STEARNS und Mitarbeiter (2015) stellten ebenfalls fest, 
dass sich die nasopharyngealen Mikrobiota im unreifen Zustand des Kindesalters 
von denen adulter Individuen unterscheiden. Allerdings beobachteten sie, dass der 
juvenile Nasopharynx von einigen wenigen Taxa, insbesondere von Moraxella 
dominiert wird und im Erwachsenenalter eine höhere Diversität aufweist. Auch 
PETERSON und Mitarbeiter (2016) beschrieben in einer Längsschnittstudie, dass 
das Mikrobiom von Kindern im ersten Lebensjahr an Diversität zunimmt. Bei der 
Betrachtung der häufigsten OTUs wiesen diese Kinder andere Taxa auf als ihre 
Betreuungspersonen. Während der Ausreifung des Mikrobioms, die vermutlich 
während der ersten Lebensjahre stattfindet, sind Kinder besonders anfällig für 
Erkrankungen des Respirationstrakts (STEARNS et al., 2015).  
Nicht nur bei Kindern, sondern auch bei Erwachsenen besteht ein altersabhängiger 
Unterschied des Mikrobioms. Das Nasenmikrobiom von Bewohnern eines 
Altenheims im Alter ab 65 Jahren unterschied sich demnach signifikant von dem 
18- bis 40-jähriger Probanden hinsichtlich der mikrobiellen Populationen und glich 
sich mit zunehmendem Alter dem Mikrobiom des Oropharynx an (WHELAN et al., 
2014). Zu einem Ergebnis, das dem bisherigen Forschungsstand widerspricht, 
kamen HILTY und Mitarbeiter (2012). Die Forschergruppe konnte bei der 
Untersuchung des nasalen Mikrobioms von Kindern unter zwei Jahren mit Otitis 
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media im Vergleich zu gesunden Kontrollpatienten keine Altersabhängigkeit in 
Bezug auf die Zusammensetzung des Mikrobioms feststellen. Als Erklärung für 
dieses Phänomen wird von einer sehr engen Altersspanne ausgegangen. 
2.1.2. Einfluss von Stillen 
Neben der Altersabhängigkeit scheint auch die Ernährung in den ersten 
Lebensmonaten eine Rolle bei der Ausbildung des Mikrobioms zu spielen: Das 
nasale Mikrobiom wies bei Kleinkindern, die als Baby gestillt worden waren, eine 
höhere Stabilität auf (BIESBROEK et al., 2014a). Auch zeigte das Mikrobiom im 
Nasopharynx von sechs Wochen alten Säuglingen, die ausschließlich gestillt 
wurden, deutliche Unterschiede zu dem von gleichalten Kindern, die nur fertige 
Babynahrung erhielten. Die vorherrschenden Taxa bei gestillten Kindern waren 
demnach Dolosigranulum und Corynebacterium. Dolosigranulum korrelierte in 
diesem Zusammenhang negativ mit der Ausbildung milder respiratorischer 
Symptome. Im Alter von sechs Monaten war dieser Einfluss nicht mehr 
nachweisbar. Möglicherweise könnte diese Beeinflussung des Mikrobioms Teil des 
natürlichen Schutzmechanismus gegen Erkrankungen des Respirationstraktes sein 
(BIESBROEK et al., 2014b). Einige Mikroorganismen im Nasopharynx von 
Kleinkindern scheinen an der Ausbildung des immunologischen Gedächtnisses 
beteiligt zu sein und Einfluss auf immunologische Reaktionen auszuüben, die 
teilweise lebenslang bestehen bleiben (MIZGERD, 2014). 
2.1.3. Einfluss von Jahreszeiten 
Das Mikrobiom im Nasopharynx von Kindern ändert sich in seiner 
Zusammensetzung jahreszeitenabhängig. Im Vergleich waren in Frühling und 
Winter die Stämme Proteobacteria und Fusobacteria häufiger repräsentiert, 
wohingegen Bacteroidetes und Firmicutes in den Sommermonaten häufiger 
detektiert wurden. Diese saisonalen Veränderungen scheinen hierbei unabhängig 
von einer kürzlich erfolgten antibiotischen Vorbehandlung oder einer viralen 
Coinfektion zu sein. Auch die Unterbringung der Probanden in Kindertagesstätten 
oder Zigarettenrauch in der unmittelbaren Umgebung der Kinder hatten keinen 
Einfluss auf eine signifikante jahreszeitenabhängige Änderung des 
nasopharyngealen Mikrobioms. Obwohl eine Beeinflussung des Mikrobioms durch 
jahreszeitlich bedingt auftretende Viren nicht gänzlich ausgeschlossen werden 
konnte, wies die Arbeitsgruppe darauf hin, dass bei nachfolgenden Untersuchungen 
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der Zeitpunkt der Probensammlung berücksichtigt werden sollte (BOGAERT et al., 
2011). Auch MIKA und Mitarbeiter (2015) verwiesen neben dem Stellenwert des 
Alters auf den Einfluss der Jahreszeiten. In ihrer Studie unterschieden sich sowohl 
die Menge als auch die Zusammensetzung der nasalen Bakterien in den Sommer- 
und Wintermonaten. Es konnte jedoch kein saisonaler Einfluss auf die Dichte der 
Bakterien verzeichnet werden. Eine kanadische Studie berichtete unter 
Berücksichtigung des Vorkommens von potentiellen Pathogenen in der Nase von 
vier bis sechs Monate alten Kindern von einer Abnahme der relativen Häufigkeit 
von S. aureus bei gleichzeitiger Zunahme von Streptococcus pneumoniae 
(S. pneumoniae) während der Sommermonate (PETERSON et al., 2016). 
 Pathologische Veränderungen 
Durch Erkrankungen hervorgerufene Variationen des humanen nasalen 
Mikrobioms waren in den letzten Jahren Gegenstand diverser Studien, die 
nachfolgend aufgeführt werden. 
2.2.1. Virusinfektionen 
Das nasale Mikrobiom jedes Einzelnen ändert sich im Verlauf einer Infektion mit 
Rhinoviren. Hierbei ist jedoch die Variabilität der Bakterien zwischen einzelnen 
Personen größer als die innerhalb eines Individuums (ALLEN et al., 2014). Auch 
im Rahmen einer Längsschnittstudie an Kleinkindern wurde das nasale Mikrobiom 
im Hinblick auf die Veränderung während einer Rhinovirusinfektion untersucht. Im 
Gegensatz zu der asymptomatischen Besiedlung des Respirationstrakts mit dem 
humanen Rhinovirus war die symptomatische Rhinovirusinfektion mit einer 
geringeren Alpha-Diversität assoziiert. Die Alpha-Diversität ist ein Maß für die 
Diversität innerhalb einer Probe und definiert durch die Anzahl, Diversität, 
Verteilung und Abundanz der nachgewiesenen Bakterienspezies (LEMON et al., 
2012). Gleichzeitig war die symptomatische Infektion mit einer höheren 
Konzentration an Bakterien und Unterschieden in der Beta-Diversität 
gekennzeichnet. Die Beta-Diversität stellt in der Mikrobiomforschung ein Maß für 
die unterschiedliche bakterielle Zusammensetzung hinsichtlich der Artenvielfalt 
zwischen verschiedenen Proben dar (LEMON et al., 2012). Bezeichnenderweise 
wiesen Kinder, die häufiger an Rhinovirusinfektionen litten, nach einem Jahr ein 
weniger diverses Mikrobiom auf als noch zu Beginn der Studie (KORTEN et al., 
2016). 
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2.2.2. Chronische Rhinosinusitis 
Chronische Rhinosinusitis (CRS) ist eine chronisch entzündliche Funktionsstörung 
der Nase sowie der Nasennebenhöhlen, bei der Bakterien eine Rolle spielen können. 
Die Bezeichnung „chronisch“ ist hierbei definiert durch das Anhalten der 
Symptome über einen Zeitraum von mehr als 12 Wochen ohne vollständiges 
Abklingen der Symptomatik (FOKKENS et al., 2012).  
Die Ätiologie der CRS ist größtenteils noch unbekannt, jedoch scheint sie 
multifaktoriellen Charakters zu sein. Welche Rolle Bakterien in diesem 
Krankheitsgeschehen einnehmen, ist unklar. Die dominierenden Genera in den 
Nasennebenhöhlen von Patienten mit CRS sind Corynebacterium, Staphyloccocus 
und Propionibacterium (STEPHENSON et al., 2010; FEAZEL et al., 2012; 
BASSIOUNI et al., 2015). Auch S. aureus tritt häufig auf (FEAZEL et al., 2012; 
BOASE et al., 2013). In diesem Zusammenhang gibt es zwei Theorien zur Rolle 
der Bakterien. So gelten sie entweder als primäre Causa der Infektion und führen 
zu einer Dysbiose (STEPHENSON et al., 2010) oder sollen Auslöser einer 
Überreaktion des Immunsystems auf kommensale Mikroorganismen in der Nase 
sein (MATSUWAKI et al., 2011). Letztere These wurde durch eine Studie von 
AURORA und Mitarbeitern (2013) untermauert, in der bei Patienten mit CRS im 
Vergleich zu gesunden Kontrollpersonen erhöhte Werte der Zytokine Interleukin- 
(IL-) 4, IL-5, IL-8 und IL-13 sowie von eosinophilen und basophilen Granulozyten 
in einer Spülprobe des mittleren Nasenganges nachgewiesen wurden. Zusätzlich 
waren im peripheren Blut dieser Personen IL-5 produzierende Leukozyten 
nachweisbar. Auch die Beobachtung, dass keines der nachgewiesenen Bakterien als 
Pathogen identifiziert werden konnte und dass das Mikrobiom von CRS-Patienten 
qualitativ dem Mikrobiom gesunder Probanden sehr ähnlich war, lässt diese 
Schlussfolgerung plausibel erscheinen. 
Zahlreiche Studien haben sich in den letzten Jahren zum Ziel gesetzt, das 
Mikrobiom von Nase und Nasennebenhöhlen von Patienten mit CRS zu definieren 
und sind zu teils widersprüchlichen Ergebnissen gekommen. Generell kann gesagt 
werden, dass die genaue Lokalisation der Probenentnahme in der Nase keine Rolle 
bei der Zusammensetzung der Bakterien spielt (BISWAS et al., 2015). Ebenso 
wenig ist entscheidend, ob das Probenmaterial mittels Biopsie oder Nasentupfer 
entnommen wird (BASSIOUNI et al., 2015; KIM et al., 2015).  
Es wird angenommen, dass die bakterielle Diversität in der Nase (CHOI et al., 
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2014b; BISWAS et al., 2015) und in den Nasennebenhöhlen (ABREU et al., 2012; 
BISWAS et al., 2015) bei an CRS erkrankten Menschen niedriger ist als bei 
gesunden Kontrollpatienten. FEAZEL und Mitarbeiter (2012) beschrieben, dass im 
Vergleich von Patienten mit CRS und gesunden Probanden die bakterielle 
Komposition sehr unterschiedlich war. Erstaunlicherweise stellte hierbei die Alpha-
Diversität als Maß für Anzahl und Häufigkeit der Bakterientaxa keinen 
signifikanten Unterschied zwischen beiden Gruppen dar. Patienten mit CRS wiesen 
allerdings durchschnittlich weniger OTUs und auch eine weniger gleichmäßige 
Verteilung der Bakterien auf Genusebene auf. RAMAKRISHNAN und Mitarbeiter 
(2015) stellten unter dem Gesichtspunkt der Biodiversität, gemessen an Diversität, 
Verteilung und Anzahl der Spezies, zwischen CRS-Patienten und Kontrollpatienten 
keinen Unterschied fest. Kürzlich kam eine weitere Studie zu dem Schluss, dass 
sich die bakterielle Vielfalt und Diversität zwischen Menschen mit CRS und 
gesunden Kontrollpersonen nicht unterscheidet (CLELAND et al., 2016). Dennoch 
wiesen Menschen mit CRS weniger OTUs auf und auch hinsichtlich der 
Zusammensetzung der Bakterien auf Genuslevel konnten Unterschiede zwischen 
beiden Gruppen ausgemacht werden (FEAZEL et al., 2012; RAMAKRISHNAN et 
al., 2015).  
AURORA und Mitarbeiter (2013) berichteten allerdings, dass bei Menschen mit 
CRS im Vergleich zu gesunden Kontrollpatienten eine quantitative Zunahme an 
Bakterienspezies zu verzeichnen war, während die qualitative Zusammensetzung 
ähnlich der von gesunden Personen war. Insbesondere dieses Ergebnis widerspricht 
dem bisherigen Forschungsstand und der Hypothese, die besagt, dass eine Dysbiose 
die Ursache für eine CRS darstellen könnte. Eine mögliche Erklärung ist, dass in 
dieser Studie nasale Lavage, also Proben mit geringer Biomasse verwendet wurden, 
was zu analytischen Fehlern führen könnte. Hinweisend für diese Theorie ist 
zudem, dass in dieser Studie eines der häufigsten Taxa Cyanobacteria darstellt, was 
jedoch in keiner vergleichbaren Studie zuvor detektiert wurde (JERVIS BARDY & 
PSALTIS, 2016). 
Diese widersprüchlichen Ergebnisse der Studien der letzten Jahre erschweren die 
Definition des Mikrobioms und der Rolle, die Mikroorganismen im 
Krankheitsgeschehen der CRS innehaben. Allerdings nehmen BISWAS und 
Mitarbeiter (2015) an, dass sowohl die Variation der Zusammensetzung als auch 
die Quantität der Bakterien in der Nase von Menschen mit CRS vielmehr durch 
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individuelle Unterschiede als durch den Krankheitsstatus zu erklären sind. 
Innerhalb der Gruppe der CRS-Patienten liefern Analysen der Beta-Diversität 
Hinweise auf einen hohen Grad an individueller Variation (RAMAKRISHNAN et 
al., 2015). Die hohe Variabilität der Bakterienpopulation, die vor allem innerhalb 
der an CRS Erkrankten zu finden ist, steht im Gegensatz zum stabileren Mikrobiom 
bei Gesunden und deutet abermals darauf hin, dass eine Imbalanz oder Dysbiose 
dieser Bakterien die treibende Kraft dieser Erkrankung sein könnte (BISWAS et al., 
2015).  
Nicht nur die Veränderung des Mikrobioms während der Erkrankung, sondern auch 
die Beeinflussung des Mikrobioms durch Therapieformen der CRS beschäftigen 
die aktuelle Wissenschaft und liefern widersprüchliche Ergebnisse. LIU und 
Mitarbeiter (2013a) stellten fest, dass eine Antibiotikagabe zur Abnahme der 
Alpha-Diversität führt. Eine Studie von ABREU und Mitarbeitern (2012) lieferte 
erste Hinweise darauf, dass eine antibiotische Therapie bei CRS-Patienten zwar 
ihren Beitrag zum Verlust der Diversität des Mikrobioms der Nasennebenhöhlen 
liefert, aber nicht die alleinige Ursache für den Diversitätsverlust und die 
mikrobielle Zusammensetzung bei dieser Krankheit darstellt. Die Behandlung von 
CRS durch endoskopische Eingriffe an den Nasennebenhöhlen mit darauf folgender 
systemischer Antibiose führte laut HAUSER und Mitarbeitern (2016) nicht zu einer 
geringeren bakteriellen Besiedlung der Nase. Vielmehr resultierte dieser Eingriff 
zunächst in einer Zunahme der Bakterien sowie einer strukturellen Veränderung der 
Zusammensetzung des Mikrobioms, wobei diese Modifikationen reversibel waren. 
MERKLEY und Mitarbeiter (2015) zeigten hingegen eine Zunahme der Alpha-
Diversität bei Patienten, die nach Sinusoperation Antibiose erhielten.  
Auch der Zusammenhang von chirurgischen Interventionen und damit 
einhergehenden Auswirkungen auf das nasale Mikrobiom ist bisher nicht geklärt. 
Patienten, die nach Sinusoperation ein besseres Outcome hatten, wiesen eine höhere 
mikrobielle Diversität auf. Die hohe Abundanz von Corynebacterium war mit 
einem guten, die von Staphylococcus spezies (Staphylococcus spp.) hingegen mit 
einem schlechten postoperativen Outcome assoziiert (RAMAKRISHNAN et al., 
2015). Eine andere Studie kam zu dem Schluss, dass die Diversität des 
Nasenmikrobioms nach chirurgischer Versorgung abnahm. Acinetobacter 
johnsonii war in der Kontrollgruppe präsenter und wurde bezeichnenderweise in 
der postoperativen Gruppe häufiger bei den Personen nachgewiesen, die eine 
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verbesserte Lebensqualität aufwiesen. Diese Ergebnisse deuten darauf hin, dass 
Bakterien nicht nur in Krankheitsprozessen, sondern auch bei der 
Aufrechterhaltung der Gesundheit eine Rolle spielen (CLELAND et al., 2016). 
2.2.3. Allergische Rhinitis 
Bereits 1989 vermutete STRACHAN, dass die steigende Anzahl an atopischen 
Erkrankungen wie Heuschnupfen ein Resultat der verringerten Möglichkeiten des 
Körpers ist, sich mit Infektionen auseinanderzusetzen. Später wurde diese Theorie 
als Hygienehypothese bekannt und dient seither als ein Erklärungsmodell für die 
Entstehung dieser Krankheiten (BACH, 2002). Betrachtet man das nasale 
Mikrobiom betroffener Personen, können Veränderungen festgestellt werden: 
Menschen mit Heuschnupfen haben während der Pollensaison eine größere Vielfalt 
von Bakterien im mittleren Nasengang als nicht allergische Probanden (CHOI et 
al., 2014a). Einen Erklärungsversuch hierfür liefert eine ältere Studie. Hier wurden 
mittels Computertomographie (CT) die Nasennebenhöhlen von Patienten mit 
akuter viraler Rhinitis und Menschen, die zusätzlich an einer allergischen 
Immunglobulin-E- (IgE-) mediierten Rhinitis litten, verglichen. Die 
Allergiepatienten wiesen stärkere Veränderungen der Nebenhöhlen auf. Diese 
führen zu einer veränderten Sinusfunktion und können das Risiko einer bakteriellen 
Rhinitis erhöhen (ALHO et al., 2003). 
2.2.4. Otitis media 
Auch das Mikrobiom im Nasopharynx von Kleinkindern zeigt während einer 
akuten Mittelohrentzündung Veränderungen. Obwohl S. pneumoniae, 
Haemophilus influenzae (H. influenzae) und Moraxella catarrhalis 
(M. catarrhalis) zu den physiologischen nasalen Mikroben während der Kindheit 
gezählt wurden (FADEN et al., 1991; ANIANSSON et al., 1992), wiesen FADEN 
und Mitarbeiter (1997) sie auch als die dominierenden Bakterien im 
Zusammenhang mit akuter Otitis media nach. HILTY und Mitarbeiter (2012) 
konnten ebenfalls zeigen, dass im Nasopharynx betroffener Kinder Bakterien 
dominieren, die auch für eine akute Mittelohrentzündung verantwortlich gemacht 
werden können, wie Moraxellaceae, Streptococcaceae und Pasteurellaceae.  
Die mikrobielle Besiedelung stellt sich bei akuter Otitis zwar als weniger reich und 
stabil dar, weist allerdings eine höhere Kolonisationsdichte als bei gesunden 
Probanden auf (HILTY et al., 2012). Entsprechend ist eine nasale Besiedlung mit 
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S. pneumoniae, H. influenzae und M. catarrhalis mit einem niedrigen Grad an 
Diversität des Mikrobioms im oberen Respirationstrakt verbunden (PETTIGREW 
et al., 2012). Zudem ist die nasale mikrobielle Zusammensetzung sowohl bei 
gesunden als auch bei Kindern mit Otitis weniger divers und ausgeglichen, wenn 
S. pneumoniae in der Nase nachgewiesen wird (LAUFER et al., 2011). Eine frühe 
Kolonisation der Nase von Kleinkindern mit M. catarrhalis bedingt für diese ein 
erhöhtes Risiko, an akuter Otitis media zu erkranken (FADEN et al., 1997). Kinder 
mit Infektionen der oberen Atemwege, bei denen im Nasopharynx Bakterien wie 
S. pneumoniae, H. influenzae oder M. catarrhalis kulturell nachgewiesen wurden, 
erkrankten mit einer höheren Wahrscheinlichkeit  innerhalb der folgenden drei 
Wochen zusätzlich an einer akuten Mittelohrentzündung als Kinder, bei denen diese 
Bakterien nicht nachgewiesen wurden. Folglich wird diesen Bakterien eine 
kausative Pathogenität hinsichtlich einer Otitis media zugeschreiben (REVAI et al., 
2008). Auch Haemophilus, Actinomyces, Rothia, Neisseria und Veillonella erhöhen 
die Wahrscheinlichkeit einer Otitis. Letztere Taxa wurden bisher nicht zu den 
pathogenen Erregern einer Mittelohrentzündung gezählt, allerdings scheinen sie 
trotzdem eine wichtige wegbereitende Rolle zu spielen (LAUFER et al., 2011). 
Gleichzeitig herrscht bei einer akuten Mittelohrentzündung ein Rückgang der zu 
den Kommensalen zählenden Taxa wie etwa Staphylococcaceae vor (HILTY et al., 
2012). Es wurden auch Taxa identifiziert, die negativ mit einer Besiedlung mit 
Pathogenen und dem Auftreten einer akuten Otitis media korrelierten. Ein 
verringertes Risiko für die Ausbildung einer Otitis stellte beispielsweise die 
Besiedlung mit potentiell protektiven Bakterien wie Corynebacterium und 
Dolosigranulum oder Propionibacterium, Lactococcus und Staphylococcus dar 
(LAUFER et al., 2011). Kinder, die innerhalb der letzten sechs Monate Antibiose 
erhielten und eine höhere Fülle an Taxa inklusive Lactococcus und 
Propionibacterium aufwiesen, hatten überraschenderweise sogar eine geringere 
Wahrscheinlichkeit, akute Otitis media zu entwickeln als gesunde Kinder. Auch 
Kinder, die in den letzten sechs Monaten keine antibiotische Vorbehandlung 
erhielten, ein geringes Vorkommen an Streptococcus und Haemophilus aufwiesen, 
jedoch ein hohes Maß an Corynebacterium und Dolosigranulum beherbergten, 
hatten ein geringeres Risiko, eine akute Otitis media zu entwickeln (PETTIGREW 
et al., 2012).  
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2.2.5. Pneumonie 
Im Vergleich zum nasopharyngealen Mikrobiom von Kindern mit Pneumonien 
zeigt das Mikrobiom von gesunden Kindern eine größere Diversität und ein 
breiteres Spektrum an weniger häufigen Taxa (SAKWINSKA et al., 2014). 
S. pneumoniae hat das Potential, invasive Pneumokokkeninfektionen, die zu 
Sepsis, Meningitis oder Pneumonie führen können, zu verursachen (BOGAERT et 
al., 2004). Das Bakterium kommt bei gesunden Menschen vermehrt im 
Nasopharynx von Personen mit einem diversen nasalen Mikrobiom vor und 
unterstützt bei Neuinfektion die mikrobielle Heterogenität (CREMERS et al., 
2014).  
 Einfluss von prophylaktischen und therapeutischen Maßnahmen 
Das Mikrobiom ist nicht statisch und kann durch prophylaktische und 
therapeutische Maßnahmen beeinflusst werden, die im Folgenden dargestellt 
werden. 
2.3.1. Einfluss von Impfungen 
Die Impfung von Kleinkindern mit einem multivalenten, konjugierten 
Pneumokokkenimpfstoff (Pneumococcal conjugate vaccine 7, PCV7) ruft eine 
Veränderung des nasalen Mikrobioms hervor. So wiesen Kleinkinder, die nach der 
erfolgten Impfung an einer akuten Otitis media erkrankten, eine geringere Anzahl 
von kommensalen Mikroorganismen wie beispielsweise Streptococcaceae und 
Corynebacteriacea auf (HILTY et al., 2012; BIESBROEK et al., 2014c). Zudem 
stellten sich nach der Vakzination eine temporär veränderte Zusammensetzung und 
eine größere Diversität der mikrobiellen Besiedlung des Nasopharynx ein. Die 
Immunisierung bewirkte auch einen Rückgang der im Impfstoff verwendeten 
Pneumokokkenserotypen und eine zeitgleich stattfindende Zunahme anderer 
Pneumokokkenserovare und Anaerobier (BIESBROEK et al., 2014c). Auch die 
Verabreichung einer Lebendvakzine gegen das Grippevirus H1N1 (Hämagglutinin 
1, Neuraminidase 1) ruft eine Änderung des nasalen Mikrobioms bei gesunden, 
jungen Erwachsenen hervor. Nach der Impfung können Bakterientaxa, die vor der 
Impfung selten waren, häufiger nachgewiesen werden. Es besteht zudem ein 
Zusammenhang zwischen der körpereigenen Produktion an influenzaspezifischen 
Antikörpern und dem vermehrten Auftreten verschiedener Bakterienstämme 
(SALK et al., 2016). Folglich gehen SALK und Mitarbeiter (2016) davon aus, dass 
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Mikrobiom und respiratorisches Immunsystem eng miteinander zusammenhängen 
und dass es bestimmte Bakterienstämme gibt, die für eine physiologische 
Immunantwort und Gesundheit des Respirationstrakts verantwortlich sind. Auch 
die Forschungsgruppe um TARABICHI kam im Jahr 2015 zu dem Ergebnis, dass 
sich das nasale Mikrobiom nach erfolgter intranasaler Lebendimpfung mit 
Influenzaviren ändert. Sie schlussfolgerten, dass mit der Stimulierung der 
Immunantwort in Form von erhöhter Interferonproduktion durch den viralen 
Erreger ein Überhandnehmen von potentiell pathogenen Bakterien begünstigt wird. 
Die virale Infektion des oberen Respirationstrakts stellt demnach die Weichen für 
eine sekundäre Besiedlung mit pathogenen Bakterien  und kann somit im Hinblick 
auf eine mögliche bakterielle Infektion schädlich sein (TARABICHI et al., 2015). 
Bei Individuen fortgeschrittenen Alters scheint die Impfung hingegen keinen 
Einfluss auf das Nasenmikrobiom zu haben. So konnte eine Studie von WHELAN 
und Mitarbeitern (2014) bei Bewohnern eines Altenheimes feststellen, dass eine 
vorausgegangene Impfung keine Veränderung in der Komposition des nasalen 
Mikrobioms nach sich zog.  
2.3.2. Einfluss von Antibiotika 
Es ist bekannt, dass Antibiotika einen negativen Einfluss auf das Mikrobiom haben 
(LEMON et al., 2012). Insbesondere die Verabreichung von antibakteriell 
wirksamen Medikamenten bei Kindern wird zunehmend zum Gegenstand der 
Forschung (BLASER, 2011). Beispielsweise wies das nasale Mikrobiom von 
Kindern mit akuter Mittelohrentzündung, die kürzlich mit Antibiose vorbehandelt 
worden waren, Veränderungen auf: Es wurden seltener kommensale Bakterien wie 
Streptococcacea (ausschließlich Streptococcus pneumoniae) und 
Corynebacteriacea, jedoch häufiger potentielle Pathogene wie Enterobacteriaceae 
und Pasteurellaceae nachgewiesen (HILTY et al., 2012). Auch die Langzeitfolgen 
des Einsatzes von Antibiose im Kindesalter werfen Fragen auf. HIRSCH und 
Mitarbeiter untersuchten im Jahr 2016  in einer Längsschnittstudie, inwiefern die 
Verabreichung von Antibiotika im Kleinkindalter das Risiko, später an einer 
Allergie zu erkranken, begünstigt. Im Vergleich litten Kinder mit einer 
antibiotischen Vorbehandlung später häufiger an Allergien wie allergischer Rhinitis 
(HIRSCH et al., 2016). Darüber hinaus scheinen manche Krankheiten des 
Respirationstrakts durch die Einnahme von antibiotisch wirksamen Medikamenten 
begünstigt zu werden. Demnach erhöht eine Antibiose beim Menschen unabhängig 
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von Art und Verschreibungsgrund signifikant das Risiko, innerhalb der 
darauffolgenden zwei Jahre an einer CRS zu erkranken (MAXFIELD et al., 2016). 
Auch bezüglich der Lebensqualität von Patienten mit CRS konnte gezeigt werden, 
dass diejenigen, die in den letzten zwei Jahren Antibiose erhalten hatten, eine 
gemessen an Krankheitsparametern schlechtere Lebensqualität aufwiesen 
(MAXFIELD et al., 2016). Bei der Therapie von Krankheiten des oberen 
Respirationstrakts läuten neue Forschungsergebnisse ein Umdenken im täglichen 
Antibiotikagebrauch ein: Bei Patienten mit CRS wurde festgestellt, dass sich das 
Mikrobiom in den maxillaren Nebenhöhlen nach der Therapie mit Antibiose und 
Kortikosteroiden verändert, hierbei jedoch große individuelle Unterschiede 
aufweist. Bei allen Beteiligten wurde ein signifikanter Rückgang der Diversität und 
Gleichmäßigkeit des Mikrobioms nachgewiesen. Nicht überraschend war 
außerdem die Tatsache, dass die Nebenhöhlen der Patienten nach antibiotischer 
Therapie vornehmlich von Bakterientaxa besiedelt wurden, die nicht mehr auf den 
verwendeten antibakteriellen Wirkstoff ansprachen (LIU et al., 2013a). Der Einsatz 
von Antibiotika ist folglich nicht nur aufgrund der herbeigeführten Veränderung 
des Mikrobioms kritisch zu sehen, sondern auch aufgrund ihres Einflusses auf die 
Resistenzlage von Bakterien. Beispielsweise wurde in einer randomisierten Studie 
gesunden Erwachsenen über zehn Tage systemisch Antibiose in Form von 
Ciprofloxacin oder Clindamycin verabreicht. Der Einsatz von Ciprofloxacin führte 
dazu, dass unmittelbar nach Beendigung der Antibiotikagabe bei den Testpersonen 
Propionibacterium acnes (P. acnes) in der Nase im Vergleich zur 
placebokontrollieren Gruppe kulturell weniger nachgewiesen wurde, nach einem 
Monat jedoch P. acnes wieder Werte ähnlich der Placebogruppe annahm. 
Erstaunlicherweise nahm die Anzahl der gegenüber Ciprofloxacin resistenten 
P. acnes zwei Monate und ein Jahr nach Beendigung der Antibiotikatherapie in der 
Verumgruppe immer noch zu. In dieser Studie hatte die systemische Verabreichung 
von Clindamycin jedoch keinen Einfluss auf die kulturell nachweisbaren anaeroben 
Mikrobiota der Nase und deren Resistenzlage (RASHID et al., 2015). Eine weitere 
Studie untersuchte das Vorkommen Flouroquinolon-resistenter Staphylokokken 
nach der systemischen Gabe von Flouroqinolonen. Bei aus der Nase isolierten 
Staphylokokken wurde eine Zunahme von pathogenen und multiresistenten 
Stämmen nachgewiesen (MUNIER et al., 2015).  
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2.3.3. Einfluss von Kortikosteroiden 
Topisch intranasal angewendete Kortikosteroide beeinflussen das nasale 
Mikrobiom beim gesunden Menschen. So wurde nach Kortisontherapie ein 
häufigeres Vorkommen von Dolosigranulum und Simonsiella bei einem geringeren 
Vorkommen von Campylobacter beobachtet (LIU et al., 2015). 
2.3.4. Einfluss von Probiotika 
Die Weltgesundheitsorganisation (WHO) definiert Probiotika als lebende 
mikrobielle Bestandteile, die, wenn sie in entsprechenden Mengen mit der Nahrung 
aufgenommen werden, gesundheitliche Vorteile versprechen und in der 
Anwendung beim Menschen als sicher gelten (WHO/FAO, 2002). Besondere 
Vorsicht gilt es allerdings beim Einsatz von Probiotika bei immunsupprimierten 
Personen und Neugeborenen walten zu lassen, da hier in manchen Fällen eine 
Bakteriämie und Sepsis entstehen kann (WAGNER et al., 1997; DE GROOTE et 
al., 2005; LAND et al., 2005; BOYLE et al., 2006; MANZONI et al., 2011).  
Obwohl große Unterschiede zwischen den einzelnen Mikroorganismen bestehen, 
ist mittlerweile bekannt, dass Probiotika antimikrobielle Produkte produzieren 
können, die in der Lage sind, pathogene Bakterien zu eliminieren (NAIDU et al., 
1999) und toxininduzierte Prozesse zu unterbinden (POTHOULAKIS et al., 1993). 
Darüber hinaus konkurrieren sie mit pathogenen Bakterien um Nährstoffe und 
Bindungsplätze, vermindern so deren Präsenz und schwächen die Virulenz der 
Pathogene ab (BROOK, 2005). Mittlerweile geht man davon aus, dass Probiotika 
sowohl auf humoraler als auch zellulärer Ebene immunstimulierende Eigenschaften 
haben, die abhängig vom jeweiligen Bakterienstamm sind (LENOIR-WIJNKOOP 
et al., 2007). SHIDA und Mitarbeiter (2011) postulierten, dass Probiotika in zwei 
Kategorien einzuteilen sind: Zum einen die immunstimulierenden, die die 
Eigenschaft haben, Interleukin 12 (IL-12) zu induzieren. Auf diese Weise 
unterstützen sie die Wirtsabwehr durch Aktivitätssteigerung der natürlichen 
Killerzellen und der T-Helferzellen vom Typ 1 (Th-1). Zum anderen gibt es die 
immunregulierenden Probiotika, welche Interleukin 10 (IL-10) induzieren und die 
regulatorischen T-Zellen aktivieren. Eine Immunantwort wird somit unterdrückt.  
Auch zahlreiche klinische Studien erforschten die Wirkung von Probiotika auf 
Erkrankungen des oberen Respirationstrakt des Menschen: OUWEHAND und 
Mitarbeiter gingen im Jahr 2009 der Frage nach, ob die Gabe von Probiotika einen 
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Einfluss auf das Krankheitsbild der allergischen Rhinitis hat. Kindern mit 
Birkenpollenallergie wurde in einer Doppelblindstudie ein Probiotikum, welches 
Lactobacillus acidophilus und Bifidobacterium lactis enthielt, über vier Monate 
oral verabreicht. Die Pollenallergie war assoziiert mit einer Veränderung der 
Zusammensetzung der fäkalen Mikrobiota. In der Probiotikagruppe wurden die 
eingenommenen Bakterien vermehrt in Stuhlproben nachgewiesen, während die 
Bakterienstämme, die im Zuge der Allergie verringert waren, trotz Probiotikagabe 
weiterhin unterrepräsentiert waren. Allerdings konnte gezeigt werden, dass die 
Kombination verschiedener Probiotika eine polleninduzierte Infiltration von 
eosinophilen Granulozyten in die nasale Mukosa verhindern und auch klinische 
nasale Symptome verringern konnte (OUWEHAND et al., 2009).  
Bezüglich des Krankheitsgeschehens der CRS wird angenommen, dass das 
Bakterium S. aureus hier ätiologisch eine entscheidende Rolle spielt, indem es 
mitverantwortlich für die Schwere der Erkrankung ist und einen Einfluss auf das 
Outcome nach operativer Versorgung bei CRS hat. Erfolgversprechend sind 
Untersuchungen am Mausmodell. Diesbezüglich konnte gezeigt werden, dass eine 
intranasale Inokulation mit Staphylococcus epidermidis (S. epidermidis) bei 
Mäusen mit Sinusitis das Potential hat, gegen das potentiell pathogene Bakterium 
S. aureus probiotisch wirksam zu sein, indem es zu einer nachweislichen 
Verringerung von S. aureus führte (CLELAND et al., 2014). Im Rahmen 
zahlreicher Studien wurde mittlerweile nachgewiesen, dass verschiedene oral 
eingenommene Probiotika im Vergleich zu Placebo erfolgreicher darin waren, 
Infektionen des Respirationstraktes zu verhindern und somit für eine niedrigere 
Rate an akuten Erkrankungen der oberen Atemwege und einem geringeren Einsatz 
von Antibiotika verantwortlich waren. Trat allerdings eine Krankheit auf, hatte eine 
Vorbehandlung mit Probiotikum keinen Einfluss auf die Dauer dieser Episode (RIO 
et al., 2002; HATAKKA et al., 2007; RAUTAVA et al., 2009; HOJSAK et al., 
2010b; HOJSAK et al., 2010a; HAO et al., 2011). In einer randomisierten, 
doppelgeblindeten Multicenterstudie wurde hingegen nachgewiesen, dass über 
Siebzigjährige, die täglich Probiotika in Form von Joghurtgetränken zu sich 
nahmen, eine deutlich kürzere Krankheitsdauer bei Infektionen des oberen 
Respirationstrakts aufwiesen (GUILLEMARD et al., 2010). Allerdings sollte bei 
der Interpretation des Studienergebnisses beachtet werden, dass dieses 
Forschungsprojekt finanziell von namhaften Lebensmittelkonzernen unterstützt 
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wurde. Bereits 2003 berichteten auch GLUCK und GEBBERS dass der 
regelmäßige Konsum eines probiotischen Getränks, im Gegensatz zum täglichen 
Verzehr von gewöhnlichem Joghurt, das Vorkommen potentiell pathogener 
Bakterien in der Nasenhöhle signifikant reduzierte. Auch der lokale Einsatz von 
Probiotika in der Nase wurde kürzlich zum Gegenstand der Forschung: Gesunden 
Probanden wurden hierbei Milchsäurebakterien der Honigbiene Apis mellifera 
einmalig lokal in die Nase eingebracht. Hintergrund der Studie war die Annahme, 
dass Milchsäurebakterien die kommensale Flora aufbauen, entzündlichen 
Prozessen vorbeugen und somit bei der Therapie von Erkrankungen der Nase von 
Vorteil sind. Dieser Eingriff veränderte jedoch das nasale Mikrobiom nicht, rief 
keine Immunreaktion hervor und führte zu keiner klinisch feststellbaren 
Veränderung (MARTENSSON et al., 2016). YAQOOB (2014) nahm an, dass vor 
allem ältere Individuen von einer probiotischen Behandlung profitieren könnten, da 
im Alter die Biodiversität der Darmbakterien abnimmt.  
Kürzlich wurde der Einfluss oraler Probiotika auf die Zusammensetzung des 
respiratorischen Mikrobioms von gesunden, jungen Versuchskatzen untersucht. 
Hierzu wurde das Bakterienvorkommen von Oropharynx und 
Bronchoalveolarlavage mit dem Mikrobiom selbiger Katzen vier Wochen nach 
Verabreichung eines Probiotikums verglichen. Die mikrobielle Vielfalt nahm zu 
und probiotische Spezies konnten signifikant häufiger nachgewiesen werden. 
Allerdings änderte sich die Zusammensetzung der mikrobiellen Gemeinschaft nur 
bei der Lungenspülprobe, wohingegen der Oropharynx diesbezüglich keine 
signifikante Veränderung aufzeigte. Eine orale Einnahme von Probiotika scheint 
somit das respiratorische Mikrobiom von Katzen zu beeinflussen. In wie fern diese 
Modifikation für therapeutische Zwecke bei Atemwegeerkrankungen der Katze 
genutzt werden kann, muss in zukünftigen Studien evaluiert werden, stellt aber laut 
diesen Ergebnissen eine zukünftige Möglichkeit der Therapieform bei 
Atemwegserkrankungen dar (VIENTOS-PLOTTS et al., 2017b). 
2.3.5. Einfluss von Präbiotika 
Auch Präbiotika sind vornehmlich aus dem Bereich der Gastroenterologie bekannt 
und definiert als ausgewählte, fermentierte Inhaltsstoffe, die spezifische 
Veränderungen sowohl in der Zusammensetzung als auch in der Aktivität der 
Mikroflora des Gastrointestinaltrakts hervorrufen. Diese Beeinflussung des 
Mikrobioms soll zu einer Verbesserung von Wohlbefinden und Gesundheit führen 
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(ROBERFROID, 2007). In einer randomisierten, placebokontrollierten 
Doppelblindstudie konnte gezeigt werden, dass die orale Verabreichung von 
sowohl Prä- als auch Probiotika das Risiko bei Kleinkindern, an einer viralen 
Erkrankung des Respirationstrakts zu erkranken, signifikant reduzierte (LUOTO et 
al., 2014). LUOTO und Mitarbeiter (2014) schlussfolgern deshalb, dass die 
Modifikation der Mikrobiota im Darm durch spezifische Prä- und Probiotika eine 
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3. Felines Mikrobiom des oberen Respirationstrakts 
Bisher gibt es keine Studie, die sich mit dem nasalen Mikrobiom von Katzen 
beschäftigt. Das Vorkommen einzelner Bakterien im oberen Atmungstrakt wurde 
hingegen bereits in unterschiedlichen Forschungsprojekten thematisiert. 
 Physiologisches Bakterienvorkommen 
Die Untersuchung der physiologischen bakteriellen Besiedlung der Nase von 
Katzen spielte bisher kaum eine Rolle. Vereinzelt beschäftigten sich Studien mit 
dem Nachweis von potentiellen Pathogenen in der felinen Nase: Demnach konnten 
JOHNSON und Mitarbeiter (2004) Mykoplasmen sowohl in Nasenspülproben als 
auch in Nasenbiopsien von unselektierten Katzen nachweisen. Allerdings lag keine 
Vorgeschichte der Patienten vor, weshalb eine respiratorische Erkrankung dieser 
Katzen nicht eindeutig auszuschließen ist. Hingegen wurde im Rahmen einer 
anderen Studie Mycoplasma spp. sowohl in Nasenspülproben als auch in 
Nasentupfern von respiratorisch gesunden Katzen nachgewiesen (SCHULZ et al., 
2014). Weiterhin konnten bei klinisch gesunden Katzen, die in einem 
Langzeitpflegeheim lebten, in der kulturellen Anzüchtung von Nasentupferproben 
Methicillin-resistente Staphylococcus aureus (MRSA) festgestellt werden 
(COUGHLAN et al., 2010). Darüber hinaus wurden bei klinisch gesunden Katzen, 
die in menschlicher Obhut lebten, antibiotikaresistente Escherichia coli (E. coli) 
aus Nasentupfern kultiviert (DAVIS et al., 2011). 
 Pathologische Veränderungen 
Im Vergleich zur physiologischen bakteriellen Besiedlung erfuhr die Untersuchung 
des oberen Respirationstrakts von erkrankten Katzen im Hinblick auf das 
Bakterienvorkommen mehr Beachtung.  
3.2.1. Nasale Neoplasien 
In einer Studie wurde das Vorkommen unterschiedlicher Pathogene in  
Nasenspülproben von Katzen mit Nasentumoren mithilfe bakteriologischer 
Kulturen retrospektiv untersucht. Hierbei konnten sowohl Pseudomonaden als auch 
Chlamydien festgestellt werden (GALLER et al., 2012).  
3.2.2. Rhinitis 
In einer Fallstudie mit zwei Tierheimkatzen, die nach perakuter Erkrankung mit 
Symptomen einer Rhinitis und Meningitis verstarben, wurde in Nasentupfern 
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Streptococcus equi subspezies zooepidemicus, nachgewiesen., kulturell detektiert 
und für die Erkrankungen verantwortlich gemacht (BRITTON & DAVIES, 2010). 
Dabei handelt es sich um einen Erreger, der vormals nur bei Pferden und Hunden 
mit respiratorischen Infektionen nachgewiesen werden konnte. 
Die Ätiologie der CRS bei Katzen ist noch nicht vollständig geklärt. Von 
verschiedenen Autoren wurden Schädigungen der Conchen  durch virale 
Infektionen (CAPE, 1992), durch unterschiedliche Mikroorganismen ausgelöste 
lokale Entzündungen (CAPE, 1992) sowie eine Dysregulation der 
Mukusproduktion ätiologisch für das Entstehen der CRS verantwortlich gemacht 
(JOHNSON & KASS, 2009). Oftmals scheint die CRS durch  bakterielle 
Sekundärinfektionen verkompliziert zu werden. Aus Nasenhöhlen von Katzen mit 
CRS konnte beispielsweise eine größere Anzahl an potentiell pathogenen Keimen 
isoliert werden als bei Kontrolltieren, die keine respiratorischen Auffälligkeiten 
zeigten (JOHNSON et al., 2005).  
3.2.3. Katzenschnupfen 
Obwohl mittlerweile seit mehr als 40 Jahren Impfstoffe auf dem Markt sind, stellt 
Katzenschnupfen (feline upper respiratory tract disease = FURTD) immer noch ein 
signifikantes klinisches Problem dar (GASKELL, 2004). Dies scheint der Grund 
dafür zu sein, dass diese Infektionskrankheit in der Forschung große Beachtung 
gefunden hat.  
Vor allem Katzen, die jünger als ein Jahr sind, erkranken an FURTD (BINNS et al., 
2000; BANNASCH & FOLEY, 2005; DI MARTINO et al., 2007). Daneben spielen 
aber auch Faktoren wie der Ernährungszustand (AUGUST, 1990), Hygiene 
(HELPS et al., 2005) und in Tierheimen sozialer, menschlicher Kontakt zu den 
Tieren (GOURKOW & PHILLIPS, 2015) eine Rolle. Insbesondere 
Umgebungsfaktoren haben einen hohen Einfluss auf die Wahrscheinlichkeit einer 
Infektion mit einem entsprechenden Erreger und den Ausbruch der Krankheit 
(PEDERSEN et al., 2004). Leben Katzen auf engstem Raum in 
Mehrkatzenhaushalten, bei Züchtern oder in Tierheimen zusammen oder sind sie 
einem hohen Stresslevel ausgesetzt - was oftmals Hand in Hand geht - haben sie 
ein höheres Risiko, an FURTD zu erkranken (AUGUST, 1990; BINNS et al., 1999; 
BINNS et al., 2000). Allerdings wurde auch bei Freigängern beschrieben, dass sie 
im Vergleich zu Hauskatzen einem höheren Infektionsrisiko hinsichtlich für 
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FURTD ausgesetzt sind (DI MARTINO et al., 2007). Streuner haben diesbezüglich 
ebenfalls ein höheres Risiko als Katzen, die in menschlicher Obhut leben 
(GOURKOW et al., 2013). 
Erreger, denen in Bezug auf FURTD eine primäre Pathogenität zugeschrieben wird, 
sind die Viren felines Herpesvirus 1 (FHV-1) und felines Calicivirus (FCV) 
(HARBOUR et al., 1991; SYKES et al., 2001; PEDERSEN et al., 2004), außerdem 
die Bakterien Chlamydia felis (C. felis) (WILLS et al., 1984; MCDONALD et al., 
1998; SYKES et al., 1999) und Bordetella bronchiseptica (B. bronchiseptica) 
(MCARDLE et al., 1994; BINNS et al., 1999). Die Rolle von Mycoplasma spp. 
wird in der Literatur kontrovers diskutiert. Von einigen Autoren werden sie als 
Primärerreger eingestuft (BANNASCH & FOLEY, 2005; LITSTER et al., 2015), 
wohingegen andere diese Einordnung in Frage stellen, da Mycoplasma spp. auch 
bei klinisch gesunden Katzen isoliert wurde (FERNANDEZ et al., 2017). Katzen 
können jedoch auch eine Coinfektion (SYKES et al., 2001; HELPS et al., 2003; DI 
MARTINO et al., 2007) oder eine subklinische Infektion (VEIR & LAPPIN, 2010; 
LITSTER et al., 2015; FERNANDEZ et al., 2017) mit diesen fünf Haupterregern 
aufweisen. 
Es wird davon ausgegangen, dass Infektionen mit primär pathogenen Viren wie 
FHV-1 oder FCV zudem Sekundärinfektionen mit weiteren Bakterien begünstigen 
(SPINDEL et al., 2008). Andere Bakterien, die aus der Nase von Katzen mit 
FURTD häufig kulturell angezüchtet wurden, sind Pasteurella spp., Pseudomonas 
spp. (SCHULZ et al., 2006; VEIR et al., 2008), Staphylococcus spp. und 
Streptococcus spp. (SCHULZ et al., 2006; SPINDEL et al., 2008; VEIR et al., 
2008). Vereinzelt wurde auch der kulturelle Nachweis von Bakterien wie Moraxella 
spp. (VEIR et al., 2008), Cornebacterium spp. (SCHULZ et al., 2006; VEIR et al., 
2008), Actinomyces spp. (VEIR et al., 2008) und Micrococcus spp. (SCHULZ et 
al., 2006; VEIR et al., 2008) beschrieben. Bei Katzen mit respiratorischen 
Symptomen konnten außerdem E. coli, Enterobacter spp., Proteus spp., Klebsiella 
spp., Acinetobacter spp., Serratia spp., Bacillus cereus, Flavobacter spp., 
Citrobacter spp., Achromobacter spp. und Diplococcus spp. kulturell aus 
Nasenproben angezüchtet werden (SCHULZ et al., 2006).  
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4. Nachweisverfahren zur Detektion von Bakterien im oberen 
Respirationstrakt 
Im Folgenden werden die unterschiedlichen Nachweisverfahren für Bakterien im 
oberen Atmungstrakt dargestellt. Dabei bleibt zu bedenken, dass jeder 
physikalische, chemische und biologische Schritt, der an einer molekularen 
Analyse beteiligt ist, das Ergebnis verzerren kann (VON WINTZINGERODE et 
al., 1997). 
 Kulturelle Methoden 
Bereits seit Jahrzehnten ist bekannt, dass nicht alle Mikroorganismen kultivierbar 
sind (STALEY & KONOPKA, 1985). Tatsächlich kann sogar die überwältigende 
Mehrheit (>99 %) (AMANN et al., 1995) mit Standardmethoden in vitro nicht 
angezüchtet werden (HEAD et al., 1998). So wurde lange Zeit nur ein Bruchteil 
aller vorhandenen Bakterien nachgewiesen, während über den Rest der 
Mikroorganismen, die nicht kultiviert werden konnten, wenig Wissen bestand. Der 
erste Beweis für die Existenz nicht-kultivierbarer Mikroorganismen konnte aber 
erst Mitte der 80er Jahre erbracht werden, als mit Hilfe der Analyse der 16S-
ribosomalen Ribonukleinsäure (16S-rRNA) dargelegt wurde, dass durch bakterielle 
Kultivierung nur 1 % der in der Tiefsee vorkommenden Bakterien nachgewiesen 
werden können (ACHENBACH-RICHTER et al., 1987; VOSSBRINCK et al., 
1987; WOESE, 1987). Lange Zeit war die einzige Möglichkeit, Bakterien zu 
identifizieren, einzelne Kulturen zu isolieren und sie danach aufgrund ihrer 
verschiedenen physiologischen und biochemischen Eigenschaften weiter zu 
bestimmen (AMANN et al., 1995). Viele Bakterien können nicht kultiviert werden, 
weil sie nur in einem sehr spezifischen Milieu wachsen (VON WINTZINGERODE 
et al., 1997). Darüber hinaus entwickelt sich auf einem künstlichen, homogenen 
Medium typischerweise nur ein kleiner Teil der Organismen, während das 
Wachstum anderer unterdrückt wird oder erst gar nicht möglich ist. Einem Großteil 
der Ansprüche von Mikroorganismen kann man unter Laborbedingungen in vitro 
nicht nachkommen. Die unterschiedlichen Replikationsraten der Mikroorganismen 
stellen einen weiteren einschränkenden Faktor dar. Schnellwachsende Bakterien 
haben demnach einen Selektionsvorteil (TAN et al., 1996). Zudem sind kulturelle 
Methoden sehr zeitintensiv (VON WINTZINGERODE et al., 1997). Somit 
scheitert die Kultur in vielen Fällen daran, den unter natürlichen Umständen 
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vorherrschenden ökologischen Nischen und symbiotischen Beziehungen gerecht zu 
werden (TAN et al., 1996). Der kulturelle Nachweis gilt besonders unter dem 
Gesichtspunkt der Evaluierung der mikrobiellen Vielfalt als sehr limitiert (WARD 
et al., 1990; WAGNER et al., 1993; AMANN et al., 1995; TAN et al., 1996).  
Im Rahmen einer Studie an humanen Patienten mit zystischer Fibrose wurde die 
Ausbeute an nachweisbaren Bakterien bei einer herkömmlichen Kultur und einer 
neuartigen, speziellen Feuchtigkeitskammer verglichen. Bei der Standardmethode 
wurden die Bakterien, wie empfohlen, zwei bis drei Tage angezüchtet, in der 
Feuchtigkeitskammer hingegen für zehn Tage. Interessanterweise konnten trotz 
dieser längeren Zeitspanne zwar mehr Bakterien aus Tupfern des Pharynx und aus 
Speichelproben nachgewiesen werden, bei Nasentupfern schien dies jedoch kaum 
eine Rolle zu spielen (RACLAVSKY et al., 2016).  
Humanmedizinische Studien an Patienten mit CRS verglichen die 16S-
Sequenzierung mit dem kulturellen Nachweis und kamen zu dem Ergebnis, dass 
die Sequenzierung eine deutlich höhere Biodiversität nachweist und somit 
umfassendere, prägnantere und sensitivere Ergebnisse liefert (STEPHENSON et 
al., 2010; FEAZEL et al., 2012; MERKLEY et al., 2015). Erstaunlicherweise 
wurden in der Studie von FEAZEL und Mitarbeitern (2012) in der Kultur auch 
Mikroorganismen nachgewiesen, die mithilfe der Sequenzierungsmethode nicht 
detektiert werden konnten. Denkbar ist laut den Autoren eine fehlerhafte 
Identifikation dieser Isolate aufgrund gleicher morphologischer und 
physiologischer Charakteristika ähnlicher Spezies oder das Fehlen des detektierten 
Bakteriums in der Datenbank.  
 Molekularbiologische Methoden 
Die Diskrepanz zwischen kultivierbaren und tatsächlich vorhandenen 
Mikroorganismen hebt heutzutage die Bedeutung von kulturunabhängigen 
Methoden in den Vordergrund (AMANN et al., 1995; HEAD et al., 1998; 
HUGENHOLTZ et al., 1998). 
4.2.1. Polymerasekettenreaktion (PCR) 
Bereits vor 20 Jahren war bekannt, dass kulturunabhängige Methoden es 
ermöglichen, Informationen hinsichtlich der genetischen Diversität, der Anzahl an 
Bakterienspezies und der mikrobiellen Zusammensetzung zu liefern (AMANN et 
al., 1995; HUGENHOLTZ et al., 1998). Obwohl bekannt ist, dass auch molekulare 
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Techniken, die auf der Polymerasekettenreaktion (PCR) basieren, ein verzerrtes 
Bild der vorhandenen Mikroorganismen liefern (FARRELLY et al., 1995; SUZUKI 
& GIOVANNONI, 1996; VON WINTZINGERODE et al., 1997), gehören sie zu 
den wichtigsten Methoden, um die phylogenetische Vielfalt der Bakterien, die Tiere 
(WEISBURG et al., 1991; WHITEHOUSE et al., 2015) und Menschen 
(GIANCOLA et al., 2016) besiedeln, zu untersuchen. 
Methoden, die auf der Analyse von DNA basieren, bedienen sich oftmals der PCR. 
Diese beruht auf dem Prinzip, unter Zuhilfenahme genetischer Marker einen 
definierten Teil der DNA zu amplifizieren. Die ersten kulturunabhängigen 
Untersuchungsmethoden basierten auf einer niedrigen Durchsatzrate der 
Sequenzierung des Gens der bakteriellen 16S-ribosomalen Ribonukleinsäure (16S-
rRNA) (SCHMIDT et al., 1991; TRINGE & HUGENHOLTZ, 2008). Universelle 
Primer können die Zielgene auch innerhalb einer großen Vielfalt an verschiedenen 
Organismen ausmachen. Das bedeutendste Zielgen ist das 16S-rRNA-Gen 
(HUGENHOLTZ et al., 1998). Die 16S-rRNA kodiert für einen Bestandteil des 
prokaryotischen Ribosoms (LANE, 1991) und ist der häufigste verwendete 
genetische Marker bei Untersuchungen der bakteriellen Phylogenie und 
Taxonomie. Gründe hierfür sind, dass das entsprechende Gen bei nahezu allen 
Bakterien vorzufinden ist. Darüber hinaus bietet das 16S-rRNA-Gen mit 1.500 
Basenpaaren ausreichend Material für die bioinformatische Verarbeitung (PATEL, 
2001). Das bakterielle 16S-rRNA-Gen setzt sich aus konstanten Sequenzen 
zusammen, die mit variablen Regionen durchsetzt sind. Innerhalb der variablen 
Abschnitte sind neun hypervariable Regionen eingeschlossen (JOHNSON & 
VERSALOVIC, 2012). Die konstanten Abschnitte werden als Bindungsstellen für 
Primer genutzt, die hypervariablen Regionen hingegen, um zwischen den 
Bakterientaxa unterscheiden zu können (LANE, 1991). Bakterien, die dieselbe 
Familienzugehörigkeit haben, gleichen sich innerhalb der hypervariablen Regionen 
mehr als anderen Bakterien. Diese Genabschnitte sind spezifisch für die jeweilige 
Bakterienspezies und können somit für phylogenetische Fragestellungen 
herangezogen werden (JOHNSON & VERSALOVIC, 2012). Diese 
Herangehensweise ermöglicht die Identifizierung von verschiedenen Bakterien 
(LANE, 1991; HASEGAWA & CAMARGO, 2015) und trägt dazu bei, nicht 
kultivierbare Bakterien nachzuweisen und sie ihrem Genus und ihrer Spezies 
gemäß zuzuordnen (DRANCOURT et al., 2000). 
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Die PCR kann auch kleinste Mengen an DNA amplifizieren (VON 
WINTZINGERODE et al., 1997). Im Vergleich zu der kulturellen Methode ist sie 
außerdem sehr schnell und sensitiv. Zudem ist es möglich, auch 
Mykoplasmenspezies, die nicht kultivierbar sind, aus der Nase von Katzen 
nachzuweisen (JOHNSON et al., 2004). Eine Studie, die das Vorkommen der 
Pathogene C. felis, B. bronchiseptica und Mycoplasma felis in Nasentupfern von 
Katzen mit Katzenschnupfens untersuchte, kam ebenfalls zu dem Ergebnis, dass 
die PCR im Vergleich zum kulturellen Nachweis eine sensitivere und günstigere 
Methode zur Detektion respiratorischer Pathogene bei der Katze darstellt 
(LITSTER et al., 2015). In einer weiteren Studie wurde das Vorkommen von 
B. bronchiseptica im oberen und unteren Respirationstrakt von Katzen mit FURTD 
untersucht. Die PCR wurde hierfür mit dem für Bordetella spp. spezifischen 
Flagellin-Strukturgen (fla A-Gen) optimiert. Dieses war bei den isolierten 
Bakterien zu 100 % homolog. Daraus kann geschlussfolgert werden, dass ein 
einziger Genotyp in der untersuchten Katzenpopulation vorherrschte. Außerdem 
waren die Bakterien vollständig homolog mit dem Stamm B. bronchiseptica und zu 
99.4 % homolog mit Bordetella parapertussis. Diese Methode erlaubt also auch 
eine Differenzierung der verschiedenen Bordetella spp. (GARBAL et al., 2016). 
Mittlerweile werden von Seiten einiger Labore Testverfahren, die auf einer PCR 
beruhen und gleichzeitig auf alle herkömmlichen Pathogene des Katzenschnupfens 
testen, angeboten. Diese PCR birgt im Vergleich zu einer kulturellen Anzüchtung 
einige Vorteile. Sie ist weniger zeitintensiv, finanziell günstiger und hinsichtlich 
Logistik und Transport der Proben weniger anspruchsvoll. Allerdings weist diese 
Methode beispielsweise hinsichtlich des Nachweises von B. bronchiseptica den 
Nachteil auf, dass sie bis zu zehnmal weniger sensitiv ist als die kulturelle 
Anzüchtung der Erreger. Zudem ist sie nicht in der Lage, weniger als 
100 Pathogene pro Tupferprobe nachzuweisen (HELPS et al., 2005). Nicht außer 
Acht zu lassen ist auch, dass die Wahl des PCR Primers (SUZUKI & 
GIOVANNONI, 1996) und die damit verbundene Spezifität (WEISBURG et al., 
1991) und die Sensitivität in Bezug auf die Matrizen (CHANDLER et al., 1997) die 
Ausbeute der PCR beeinflussen. Obwohl die Sequenzierung des 16S-rRNA-Gens 
für den Nachweis von Bakterien häufig gebraucht wird, gibt es einige Aspekte, die 
eine Verzerrung der Ergebnisse herbeiführen und somit die Aussagekraft 
einschränken können. An vorderster Stelle ist hier anzumerken, dass die Anzahl der 
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Kopien des 16S-rRNA-Gens variiert (KLAPPENBACH et al., 2001), oftmals sogar 
innerhalb einer Bakterienspezies (ACINAS et al., 2004). Andererseits weisen 
einige Bakterien bezüglich des 16S-rRNA-Gens einen hohen Grad an Homologie 
auf, was dazu führt, dass eine Identifikation auf Speziesebene nicht möglich ist 
(MIGNARD & FLANDROIS, 2006). 
Auch die Auswahl der Primer kann das Ergebnis beeinflussen. Der Grund hierfür 
ist, dass diese nicht gleichermaßen, sondern abhängig vom jeweiligen Primer 
bevorzugt an die DNA bestimmter taxonomischer Gruppen binden (BERGMANN 
et al., 2011). Daraus kann eine Selektion oder Unterrepräsentation von 
Bakterienspezies resultieren (KLINDWORTH et al., 2013). Die Auswahl der zu 
amplifizierenden hypervariablen Regionen durch die Primer spielt ebenfalls eine 
Rolle. Die hypervariablen Regionen unterscheiden sich in ihrer Fähigkeit, 
verschiedene Bakterienspezies voneinander zu trennen. Je nach untersuchter 
Region können somit unterschiedliche dominierende Taxa auftreten (CLAESSON 
et al., 2010; KIM et al., 2011).  
4.2.2. Genomsequenzierung 
Die Sequenzierung des Genoms ist mittlerweile eine gängige Methode, um die 
bakterielle Diversität des Respirationstrakts zu untersuchen, was sich an ihrem 
Einsatz in zahlreichen Studien manifestiert (RAMAKRISHNAN et al., 2013; 
BASSIS et al., 2014; CHOI et al., 2014a; WHELAN et al., 2014; HAUSER et al., 
2016). 
 16S-rRNA-Amplikon-Sequenzierung 
Die Effektivität der 16S-basierten Verfahren nahm mit erhöhten Durchsatzraten der 
Sequenzierungsmethode zu (SEGATA et al., 2013). Die Genomsequenzierung der 
16S-rRNA beruht auf dem Prinzip, die Desoxyribonukleinsäure (DNA) innerhalb 
der hypervariablen Regionen des 16S-rRNA-Gens zu sequenzieren. Die mittels 
PCR erhaltenen 16S-rRNA-Amplifikate werden anschließend mit Hilfe der Next-
Generation-Sequencing-Technologie (NGS-Technologie) sequenziert. Bei dieser 
Hochdurchsatz-Sequenzierungsmethode werden aus einer Probe parallel mehrere 
Millionen Sequenzen angefertigt (TOROK & PEACOCK, 2012). Die erhaltenen 
Sequenzen erfordern eine Auswertung durch softwaregestützte Bioinformatik. 
Hierbei werden Sequenzen von niedriger Qualität verworfen und aussagekräftige 
Gruppen oder Cluster von Sequenzen, sogenannte OTUs gebildet. Die 
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Zusammenfassung von Bakterien zu einer OTU liegt am häufigsten bei der 
gewählten Grenze einer Übereinstimmung der Sequenzen von 97 % (WEESE et al., 
2015). Eine repräsentative Sequenz jeder einzelnen OTU wird mit Sequenzen, die 
in einer öffentlich zugängigen 16S-rRNA Datenbank auffindbar sind, verglichen. 
Wenn möglich, werden den OTUs bei Übereinstimmung der taxonomischen 
Abstammung Genus, Familie oder höhere Taxa zugeordnet. Zu bedenken ist 
hierbei, dass OTUs streng genommen keine taxonomischen Einheiten sind. OTUs 
werden zunächst ohne Referenzdatenbanken erzeugt und stimmen oftmals nicht mit 
der eigentlichen Spezies oder dem Genus überein. Somit können einerseits 
verschiedene OTUs zur selben Spezies oder aber auch Sequenzen einer OTU zu 
verschiedenen Spezies gehören (SCHLOSS & WESTCOTT, 2011). 
Bei der Genomsequenzierung lassen sich hunderte Proben gleichzeitig 
kostengünstig untersuchen, sowohl einzeln als auch in Gruppen (METZKER, 
2010). Auf der Grundlage dieser Methode können Pathogene identifiziert werden, 
aber auch epidemiologische Untersuchungen durchgeführt werden oder solche, die 
auf der bakteriellen Vielfalt basieren. Sie stellt somit eine sehr leistungsfähige 
Methodik in der bakteriellen Diagnostik dar (DOWD et al., 2008).  
Insbesondere bei Untersuchungen des respiratorischen Mikrobioms ist jedoch zu 
beachten, dass die Bakterienkonzentration in Abhängigkeit von der jeweiligen 
Körperregion variiert. Sie weist beim Menschen beispielsweise 1011–1012Bakterien 
pro Gramm Stuhl (SALONEN et al., 2010), aber nur 104–105 Bakterien pro 
Quadratzentimeter im Nasopharynx (BOGAERT et al., 2011) auf. Es wurde 
nachgewiesen, dass der DNA-Gehalt der Proben Einfluss auf die Ergebnisse von 
Mikrobiomstudien hat. Die zunehmende Verdünnung von Probenmaterial 
einhergehend mit einer niedrigen Bakterienkonzentration hat einen Einfluss auf den 
DNA-Gehalt, der späteren Genomanalysen zur Verfügung steht. Diese These wurde 
von einer Studie bekräftigt, die zeigte, dass mit zunehmender Verdünnung des 
Probenmaterials aus dem oberen Atmungstrakt von gesunden Menschen seltenere 
Bakterienspezies überrepräsentiert waren. Auch die relative Häufigkeit von 
Bakterientaxa wurde hiervon beeinflusst, Proteobacteria wurden beispielsweise 
vermehrt nachgewiesen, wohingegen Bacteroidetes bei niedrigerer 
Bakterienkonzentration seltener detektiert werden konnten. Die exakte Analyse von 
vergleichsweise dünn besiedelten Kompartimenten wie der Nase beziehungsweise 
Proben mit niedrigem Bakteriengehalt kann somit schwierig sein (BIESBROEK et 
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al., 2012).  
Die Grenzen der Sequenzierung liegen unter anderem auch darin, dass bei der 
Sequenzierung einer komplexen Gemeinschaft an Mikroorganismen häufig nur ein 
kleiner Teil der tatsächlich vorhandenen Gemeinschaft aufgezeigt wird. Die 
Ursache hierfür ist unter anderem darin zu suchen, dass das zahlreiche Vorkommen 
bisher unbekannter Zusammenstellungen der mikrobiellen Gemeinschaft es 
erschwert, den Umfang der Bakterien zu erfassen (DESAI et al., 2012). Andere 
Studien belegen, dass auch die Genomsequenzierung fehleranfällig ist. Artefakte 
während der Sequenzierung können dazu führen, dass die bakterielle Vielfalt höher 
(KUNIN et al., 2010) oder falsch (SCHLOSS et al., 2011) eingeordnet wird. Auch 
die vorausgegangene PCR kann Ursache für Fehler wie Chimärenbildung sein 
(SCHLOSS et al., 2011). Andere Autoren gehen sogar davon aus, dass etwa 5 % 
der 16S-rRNA-Sequenzen in Gendatenbanken fehlerhaft sind (ASHELFORD et al., 
2005).  
 Metagenom-Shotgun-Sequenzierung 
Neben der Amplikon-basierten 16S-rRNA-Sequenzierung wird für die Analyse des 
Mikrobioms häufig die Metagenom-Shotgun-Sequenzierung herangezogen. 
Hierbei wird anstelle eines einzigen Gens beziehungsweise Genabschnitts die 
gesamte DNA einer Probe sequenziert. Die bei der DNA-Extraktion erhaltene DNA 
wird fragmentiert, und auf die PCR-Amplifikation wird verzichtet. Somit basiert 
die Sequenzierung des Metagenoms nicht auf dem 16S-rRNA-Gen, sondern auf der 
Analyse aller in einem Habitat gefundenen Gene (TRINGE & HUGENHOLTZ, 
2008; THOMAS et al., 2012). 
Bei der Untersuchung des Metagenoms wird die DNA einer vollständigen 
Gemeinschaft berücksichtigt und in kurzen Abschnitten abgelesen. Die erhaltenen 
Sequenzen werden in einen Referenzkatalog mikrobieller Gene oder Genome 
archiviert. Somit können Bakterien auf Spezieslevel identifiziert und funktionelle 
Genome ausfindig gemacht werden (KANEHISA et al., 2014). Folglich kann es 
auch Rückschlüsse auf die funktionellen Eigenschaften zulassen und nicht nur auf 
die phylogenetische Zusammensetzung. Dies ermöglicht es, Wissen über Struktur 
und Funktion der mikrobiellen Gemeinschaften und ihrer Genome zu erhalten (QIN 
et al., 2010) oder Organismen und metabolische Funktionen miteinander zu 
vergleichen (MCHARDY et al., 2007). Darüber hinaus ergibt sich die Möglichkeit, 
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menschliche Erkrankungen voneinander abzugrenzen (GREENBLUM et al., 2012) 
und Antibiotikaresistenzgene zu identifizieren (HU et al., 2013). Mit Hilfe der 
Metagenom-Shotgun-Sequenzierung kann außerdem neben der Untersuchung des 
Bakterienvorkommens auch die Detektion von Viren, Pilzen, Phagen und Parasiten 
vorgenommen werden (PALLEN, 2014). 
Die Limitationen der Forschung in der Metagenomik beinhalten bis dato, dass 
aufgrund der Sequenzierung des gesamten DNA-Gehaltes einer Probe viele 
erhaltene Sequenzen keine nutzbaren Informationen enthalten (WANG et al., 
2015). Zudem erschweren fehlende Referenzen in der Datenbank die Zuordnung 
der Sequenzen zu bakteriellen Taxa und Funktionen (SHARPTON, 2014). 
Mittlerweile ist oftmals nicht mehr die Sequenzierung der DNA der limitierende 
Faktor im Bereich der Forschung, sondern vielmehr die darauf folgende Analyse 
und Interpretation der Daten (DESAI et al., 2012). 
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Abstract 
Background: Traditionally, changes in the microbial population of the nose have 
been assessed using conventional culture techniques. Sequencing of bacterial 16S 
rRNA genes demonstrated that the human nose is inhabited by a rich and diverse 
bacterial microbiome that cannot be detected using culture-based methods. The goal 
of this study was to describe the nasal microbiome of healthy cats, cats with nasal 
neoplasia, and cats with feline upper respiratory tract disease (FURTD). 
Methodology/Principal Findings: DNA was extracted from nasal swabs of healthy 
cats (n=28), cats with nasal neoplasia (n=16), and cats with FURTD (n=15), and 
16S rRNA genes were sequenced. High species richness was observed in all 
samples. Rarefaction analysis revealed that healthy cats living indoors had greater 
species richness (observed species p=0.042) and Shannon diversity (p=0.003) 
compared with healthy cats living outdoors. Higher species richness (observed 
species p=0.001) and Shannon diversity (p<0.001) were found in middle-aged cats 
in comparison to healthy cats in different age groups. Principal coordinate analysis 
revealed separate clustering based on similarities in bacterial molecular 
phylogenetic trees of 16S rRNA genes for indoor and outdoor cats. In all groups 
examined, the most abundant phyla identified were Proteobacteria, Firmicutes, and 
Bacteroidetes. At the genus level, 375 operational taxonomic units (OTUs) were 
identified. In healthy cats and cats with FURTD, Moraxella spp. was the most 
common genus, while it was unclassified Bradyrhizobiaceae in cats with nasal 
neoplasia. High individual variability was observed. 
Conclusion: This study demonstrates that the nose of cats is inhabited by much 
more variable and diverse microbial communities than previously shown. Future 
research in this field might help to develop new diagnostic tools to easily identify 
nasal microbial changes, relate them to certain disease processes, and help 
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Introduction 
Microorganisms, including bacteria, fungi, and viruses, colonize the entire body. 
To understand their complex community structure, biology, and ecology, analyses 
of the microbial diversity of the body are important [1]. The microbiome is defined 
as the collection of microbes and their genomes, such as bacteria, archaea, viruses, 
and fungi, which can be either symbiotic, pathogenic, or commensal [2]. In humans, 
a subject’s microbiome is personalized but dynamic throughout the first year of life 
[3]. The microbiome is a metabolically active organ with the potential to influence 
both the physiology and phenotype of the host [4]. Most interactions between 
humans and their microorganisms are not disease-related [5], and instead most 
microorganisms live in a symbiotic relationship with their host [6]. It is known that 
the microbiome supports the stimulation, development, and modulation of the 
immune system [7]. Furthermore, it influences the structure of the mucosa and skin 
and prevents its host from being colonized by potentially pathogenic 
microorganisms [8]. However, an imbalance of the microbiome can result in 
damage to its host [9]. In the last decade, a number of studies have reported 
compositional alterations in the microbiome of the nose of healthy and diseased 
humans [10-28]. The development [29-31] and influence of environmental factors 
[32, 33] on the nasal microbiome during childhood and changes in the nasal 
microbiome during aging [34, 35] have also been the subject of different studies.  
Changes in the microbial populations in the nose of animals have traditionally been 
evaluated using conventional microbiological techniques such as culture and 
biochemical methods [36]. Recent molecular-based methods, most commonly 
targeting the 16S rRNA gene, have enabled researchers to characterize highly 
complex microbial communities in different sites of the human body [37-39]. In 
small animal medicine, most of the our knowledge about the microbiome is based 
on analyses of 16S rRNAs from the gastrointestinal tract [40]. In contrast, very little 
information is available for the respiratory tracts of dogs [41] and cats [42]. The 
upper and lower airways are in permanent contact with the external environment 
during respiration and are therefore considered to be inhabited by mucosal 
commensals in healthy animals [43]. 
This study was designed to examine the microbiomes of healthy cats, cats with nasal 
neoplasia, and cats with feline upper respiratory tract disease (FURTD) using next-
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generation sequencing techniques. Furthermore, the influence of different 
individuals or environmental factors on the feline nasal microbiome of healthy cats 
was evaluated. 
Materials and Methods 
Study population and inclusion criteria 
This study was approved by the ethics committee of the Center for Clinical 
Veterinary Medicine, Faculty of Veterinary Medicine, LMU Munich, and has been 
assigned number 25-30-04-2014. Healthy cats (n=28), cats with nasal neoplasia 
(n=16), and cats with FURTD (n=15) were included in the study. All samples were 
obtained from the federal state of Bavaria, southern Germany, between November 
2014 and September 2015. Information regarding breed, age, sex, vaccination 
status, inside/outside status, duration of clinical signs, additional diseases, and 
current therapy were documented. A general physical examination and specific 
examination of the respiratory tract were performed in each cat. Patients were 
divided into different age groups (group 1: 0–0.3 years, group 2: >0.3–1.0 years, 
group 3: >1.0–5.0 years, group 4: >5.0–10.0 years, group 5: >10.0 years).  
Healthy cats had to be clinically healthy for 6 months prior to sampling and had not 
been treated with antibiotics, anti-inflammatory, or immunosuppressive drugs 
during the last 6 months according to the exclusion criteria from the NIH Human 
Microbiome Project [44]. Healthy cats younger than 1 year were only included for 
comparison of age-related statistics because different human studies [3] and a 
longitudinal study on pigs [43] showed significant dynamic changes in the nasal 
microbiome in early life. Furthermore, a longitudinal study examining the fecal 
microbiome of cats younger than 1 year revealed higher structural and functional 
diversity of the microbiome later in life [45].  
Cats with nasal neoplasia were eligible to enter the study if the histopathology of 
nasal biopsy samples confirmed malignancy. Cats with a history of antibiotic 
pretreatment were only included for comparison to pretreated and untreated animals 
because human studies showed alterations of the microbiome in individuals who 
received antibiotic treatment [46-48].  
Cats with FURTD were eligible to enter the study if they had at least one clinical 
sign associated with FURTD, including nasal discharge, sneezing, ulceration of the 
III. Veröffentlichung     39 
tongue, conjunctivitis, ocular discharge, keratitis, and corneal ulcers. Only cats with 
an acute history of FURTD of less than 4 weeks were included. Furthermore, the 
cats had to test positive for at least 1 pathogen associated with FURTD, including 
feline herpesvirus-1 (FHV-1), feline calicivirus (FCV), or Chlamydia felis (C. felis). 
The cats had not been treated with antibiotic, anti-inflammatory, or 
immunosuppressive drugs during the prior 6 months. None of the cats involved in 
the study had received intranasal vaccines, which were an exclusion criterion. 
Patient population 
The ages of the healthy cats (Table 1) ranged from 6.0 months to 14.0 years (median 
4.0 years). The median weight was 3.5 kg (1.3 kg to 7.5 kg). Healthy cats were 
either client-owned (n=19), from animal shelters (n=6) or farm cats (n=3). 
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Table 1. Characteristics and environmental factors for the healthy cats enrolled in the study. 
DSH: Domestic Shorthair, R-Mix: Ragdoll mix, BSH-Mix: British Shorthair mix, BE: Bengal; OSH: Oriental Shorthair; age groups: group 1: 0-0.3 years, group 2: >0.3-1 year, group 
3: >1-5 years, group 4: >5-10 years, group 5: >10 years; M: male, CM: male castrated, F: female, SF: female spayed; W: sampled without anesthesia, A: sampled during anesthesia; 
I: indoor, O: outdoor, I+B: indoor with access to a balcony (indoor), S: shelter (indoor), F: farm (outdoor); relation: related cats were assigned the same number; house: cats housed 
together were assigned the same number. 
population breed age (years) age group sex anesthesia indoor/ outdoor environment relation house 
cat1 DSH 4.0 3 SF W I I - - 
cat2 DSH 3.0 3 CM W I I+B - 1 
cat3 R-Mix 2.0 3 SF W I I+B - 1 
cat4 DSH 5.7 4 SF W O O 1 2 
cat5 DSH 6.6 4 F W O O 1 2 
cat6 DSH 4.7 4 CM W O O 1 2 
cat7 DSH 2.6 3 F W O O 1 2 
cat8 DSH 10.0 5 SF W O O - - 
cat9 BSH-Mix 5.0 4 CM W I I 2 3 
cat10 BSH-Mix 5.0 4 SF W I I 2 3 
cat11 BE 4.0 3 SF W I I+B - - 
cat12 DSH 5.7 4 CM W O O 1 4 
cat13 DSH 14.0 5 SF W O O - 4 
cat14 DSH 0.7 2 M A O F 3 5 
cat15 DSH 0.7 2 F A O F 3 5 
cat16 DSH 7.0 4 SF W O O 4 6 
cat17 DSH 7.0 4 CM W O O 4 6 
cat18 DSH 6.0 4 SF W O O - - 
cat19 DSH 2.0 3 CM W I I+B 5 7 
cat20 DSH 2.0 3 CM W I I+B 5 7 
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population breed age (years) age group sex anesthesia indoor/ outdoor environment relation house 
cat21 DSH 1.0 3 F A I S - 8 
cat22 DSH 8.0 4 SF A I S - - 
cat23 DSH 1.5 3 F A I S - 9 
cat24 DSH 2.8 3 F A I S - 9 
cat25 OSH 6.0 4 SF A I S - 8 
cat26 DSH 1.5 3 F A I S - 8 
cat27 DSH 0.5 2 M W O F - - 
cat28 DSH 3.0 3 CM W I I - - 
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The age of the cats with nasal neoplasia (Table 2) ranged from 3.5 years to 20.5 
years (median 10.4 years), and the median weight was 4.1 kg (2.2 kg to 7.8 kg). All 
cats were sampled during anesthesia for diagnostic work-up at the Clinic of Small 
Animal Medicine of the LMU University of Munich.  
 
Table 2. Characteristics and pretreatment of cats with nasal neoplasia enrolled in the study. 
DSH: Domestic Shorthair, B: Birman, L: Domestic Longhair, MC: Maine Coon; age groups: group 
1: 0-0.3 years, group 2: >0.3-1 year, group 3: >1-5 years, group 4: >5-10 years, group 5: >10 years; 
M: male, CM: male castrated, F: female, SF: female spayed; N: no treatment for at least 3 months 
prior sampling, Y: yes, Y/T: yes and currently under treatment; SCC: squamous cell carcinoma, L: 
lymphoma, F: fibrosarcoma, C: carcinoma, AD: adenocarcinoma. 
population breed age (years) age group sex histopathology antibiotics steroids 
cat29 B 10.0 5 CM L Y Y 
cat30 L 12.0 5 F SCC N N 
cat31 DSH 12.0 5 CM L Y Y 
cat32 DSH 8.0 4 CM L Y Y/T 
cat33 DSH 7.0 4 CM L N Y/T 
cat34 DSH 14.0 5 CM F N N 
cat35 DSH 9.0 4 SF L Y/T Y/T 
cat36 DSH 17.0 5 CM L Y N 
cat37 MC 5.0 4 CM SCC N Y 
cat38 DSH 3.5 3 F SCC N N 
cat39 B 10.7 5 F AD Y/T Y 
cat40 DSH 7.6 4 F SCC Y N 
cat41 DSH 20.5 5 SF C N N 
cat42 DSH 12.2 5 SF SCC Y Y 
cat43 DSH 12.7 5 CM AD Y/T N 
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The age of the cats with FURTD (Table 3) ranged from 1.0 month to 6.6 years 
(median 0.3 years), and their median weight was 1.2 kg (0.3 kg to 4.0 kg). All cats 
were client-owned and sampled without anesthesia.  
 
Table 3. Characteristics and infection status of cats with FURTD enrolled in the study . 
DSH: Domestic Shorthair, T: Toyger; age groups: group 1: 0-0.3 years, group 2: >0.3-1 year, group 
3: >1-5 years, group 4: >5-10 years, group 5: >10 years; M: male, CM: male castrated, F: female, 
SF: female spayed.  
population breed age (years) age group sex pathogens 
cat45 T 1.0 3 F FHV 
cat46 DSH 4.0 3 SF FHV 
cat47 DSH 6.6 4 F FCV 
cat48 DSH 0.1 1 M FCV 
cat49 DSH 0.2 1 M FCV, C. felis 
cat50 DSH 0.2 1 M FHV 
cat51 DSH 0.3 2 F FCV 
cat55 DSH 0.2 1 M C. felis 
cat56 DSH 0.2 1 F C. felis 
cat57 DSH 0.3 2 F C. felis 
cat58 DSH 0.2 1 M C. felis 
cat59 DSH 0.2 1 F C. felis 
cat60 DSH 0.4 2 F C. felis 
cat61 DSH 0.4 2 F C. felis 
cat62 DSH 0.5 2 M FCV 
 
Sampling technique 
Two dry sterile swabs consisting of short nylon fibers (Copan, FLOQSwabsTM, 
Brescia, Italy) were collected per cat, 1 from each nostril. The samples were 
obtained by gently inserting and rotating the swab into the cranial aspects of the 
nasal cavity. Samples were stored at -80°C until analyses were performed. One 
additional sterile dry rayon swab (Copan sterile dry swab 155C, Brescia, Italy) 
was obtained from the cats with FURTD from the conjunctiva, nares, pharynx, and 
tongue, and submitted for viral testing (IDEXX laboratories, Ludwigsburg, 
Germany). 
DNA isolation 
Total nucleic acid (DNA) isolation using the QIAamp DNA Mini Kit (Qiagen, 
Hilden, Germany) was performed according to the manufacturer’s instructions and 
as described previously [49]. Samples from the left and right nostril of each cat 
III. Veröffentlichung     44 
were pooled. The swabs were placed in a 2-ml tube filled with phosphate-buffered 
saline (PBS) supplemented with 0.1% NaN3 as a fungicide. The samples were 
incubated at room temperature for 3 hours. The swabs were removed from the tubes, 
and the remaining buffer solution was centrifuged (Eppendorf Centrifuge 5417R, 
Hamburg, Germany) for 10 minutes at 7,500 rpm. After centrifugation, the 
supernatant was removed, and the pellet was resuspended in 180 µl of buffer ATL. 
After addition of 20 µl proteinase K, the sample was mixed by vortexing and 
incubated in a 1.5-ml reaction tube at 56°C (Eppendorf Thermomixer comfort, 
Hamburg, Germany) for 1 hour. The tube was briefly centrifuged at 7,500 rpm, 
followed by the addition of 200 µl buffer AL and vortexing. The tube was incubated 
at 70°C for 10 minutes and briefly centrifuged. Afterwards, 200 µl ethanol was 
added, and the tube was vortexed and briefly centrifuged. The mixture was applied 
to the QIAamp Mini spin column and centrifuged at 800 rpm for 1 minute. Samples 
from both nostrils of each cat were pooled, placed on the same QIAamp Mini spin 
column and briefly centrifuged. The QIAamp Mini spin was placed in a sterile 2-
ml collection tube and centrifuged briefly. DNA was washed by adding 500 µl 
Buffer AW1, centrifuging at 8,000 rpm for one minute, and transferring the sample 
to a new 2-ml collection tube. Next, 500 µl buffer AW2 was added, and the tube 
was centrifuged at 14,000 rpm for 3 minutes. The QIAamp Mini spin column was 
placed in a new 1.5-ml microcentrifuge tube followed by the addition of 100 µl 
buffer AE, and the sample was incubated at room temperature for 5 minutes. The 
QIAamp Mini spin column was centrifuged at 8,000 rpm for 1 minute. As a 
negative control, the same procedure was performed using sterile water with and 
without an unused swab. The extracted DNA was stored at - 80°C until further 
analysis. 
DNA sequencing 
Sequencing based upon the V4 region of the 16S rRNA gene was performed on an 
Illumina MiSeq instrument (Illumina Inc.; San Diego CA, USA) at the MR DNA 
Laboratory (Shallowater, TX, USA) as described previously, with forward primer 
515 and reverse primer 806 [50, 51]. Raw sequence data were screened, trimmed, 
filtered, denoised, and chimera-depleted with default settings using QIIME pipeline 
version 1.8 software (http://qiime.sourceforge.net) [52] and UCHIME 
(http://www.drive5.com/uchime) [53]. Operational taxonomic units were defined 
as bacterial sequences with at least 97% similarity to representative sequences from 
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the Greengenes v 13.8 database [54]. Sequences were clustered into OTUs by using 
an open reference approach in QIIME [54]. All sequences from all samples were 
clustered into operational taxonomic units (OTUs), which is based on sequence 
similarity within the reads. Accordingly, OTUs in QIIME are clusters of sequences 
that represent some degree of taxonomic relatedness. For example, when sequences 
are clustered at 97% sequence similarity, each resulting cluster is typically thought 
of as representing a genus. These current techniques for selecting OTUs are known 
not to concur with the original term “species.”. In this context, the “observed 
species” metric is the number of unique OTUs found in the samples [52]. Data were 
uploaded to the database of the National Center for Biotechnology Information 
(NCBI) (accession number SRP074617). 
Data analysis 
A total of 4,760,303 sequences (median 73,763; mean 74,380; range 25,641-
126,171) were amplified. All samples were rarefied to an equal depth of 25,640 
sequences per sample. Data were used to define the relative percentages of bacteria 
for each individual sample. The alpha and beta diversity were measured, and 
principal coordinates analysis (PCoA) plots and rarefaction curves were created 
using QIIME v1.8 software (Knight and Caporaso Labs, Arizona, USA). Weighted 
and unweighted UniFrac analyses were performed. Differences in microbial 
communities between the groups were investigated by analysis of similarity 
(ANOSIM) calculated for unweighted and weighted UniFrac distances using the 
PRIMER 6 statistical software package (PRIMER-E Ltd., Luton, UK). P-values 
<0.05 were considered statistically significant.  
Assumption of normality was tested using the D’Agostino and Pearson normality 
test (Prism v.7.0, Graph-Pad Software Inc., CA, USA). As most datasets did not 
meet the assumptions of a normal distribution, differences in the proportions of 
bacterial taxa (defined as percentage of total sequences) between groups were 
determined using the nonparametric Kruskal–Wallis test or for comparison of only 
2 groups the Mann-Whitney test (Prism v7.0, Graph-Pad Software Inc., CA, USA). 
The resulting p-values were adjusted for multiple comparisons using the Benjamini 
Hochberg’s false discovery rate (FDR). Dunn’s multiple comparison test was used 
to determine which of these groups were significantly different when age groups 
and environment was compared. The phylogeny-based UniFrac distance metric 
analysis was used to investigate differences in microbial communities between 
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groups [54]. Linear discriminant analysis (LDA) effect size (LEfSe) was utilized to 
evaluate differentially abundant bacterial taxa and predicted function among the 




Healthy cats younger than 1 year (n=3) were excluded for all investigations other 
than those that examined the effect of age on the microbiome. When excluding 
healthy cats younger than 1 year, the age of healthy adult indoor (median 3.0 years) 
and outdoor cats (median 5.7 years) was significantly different (p=0.002). Another 
significant difference (p<0.001) was observed when comparing the age of healthy 
cats (median 4.0 years) and cats with FURTD (median 0.3 years), and those with 
nasal neoplasia that did not receive antibiotics (median 8.3 years) and cats with 
FURTD. However, there were no significant differences regarding age when 
healthy cats and cats with nasal neoplasia were compared according to Dunn’s 
multiple comparison test. 
Nasal microbial composition  
The following factors were considered in the analysis of nasal microbial 
composition of healthy cats: the influence of age (age groups 1-5), environment 
(indoor/outdoor), group housing, familial relationship between cats, and sampling 
with or without anesthesia. When all types of environments, such as indoor, indoor 
and balcony, shelter, and outdoor (ANOSIM on unweighted UniFrac distance 
p=0.003 and on weighted UniFrac distance p=0.001), just indoor and outdoor 
(ANOSIM on unweighted UniFrac distance p=0.001 and on weighted UniFrac 
distance p=0.015) and different age groups (ANOSIM on unweighted UniFrac 
distance p=0.002 and on weighted UniFrac distance p=0.048) were compared, these 
groups were significantly different. Pairwise testing using PRIMER6 indicated that 
cats living indoors with access to a balcony had a significantly different microbial 
community composition (p=0.005) in comparison to outdoor cats. The same 
accounted for the beta diversity of indoor (which includes indoor, indoor with 
access to a balcony and shelter) compared with outdoor cats (p=0.004). Principal 
coordinate analysis plots were constructed using the unweighted UniFrac metric to 
evaluate similarities in microbial communities defined as clustering by visual 
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assessment. A large degree of variability was seen across all samples. Clustering in 
healthy cats was only observed for age groups and for different indoor/outdoor 
status (Fig 1). ANOSIM analysis based on unweighted and weighted UniFrac 
metrics did not detect a significant difference for the following factors: anesthesia 
(unweighted UniFrac distance p=0.750, weighted UniFrac distance p=0.794), same 
household (unweighted UniFrac distance p=0.126, weighted UniFrac distance 
p=0.2) or familial relationship (unweighted UniFrac distance p=0.208, weighted 
UniFrac distance p=0.209). Calculation of average distances showed no closer 
similarity between related cats and cats living in the same household when 
compared to unrelated cats and cats living in separate households. 
In cats with nasal neoplasia, unweighted UniFrac metric did not show a significant 
difference using ANOSIM analysis, when the microbiome of cats with nasal 
neoplasia that received antibiotics was compared to cats that did not have a history 
of antibiotic treatment (unweighted UniFrac distance p=0.465, weighted UniFrac 
distance p=0.159). Clustering based on similarities of bacterial molecular 
phylogenetic trees was not observed in comparisons of pretreated and untreated cats 
with nasal neoplasia (Fig 2). 
In cats with FURTD, beta diversity showed significant differences between cats 
with and without C. felis infection (Fig 3, p=0.011) and in cats with and without 
FHV-1 infection (Fig 4, p=0.033) for ANOSIM performed on the unweighted 
UniFrac distance. However, when the analysis was performed on the weighted 
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Fig 1. Principal coordinate analysis for indoor/outdoor status of healthy cats.  
Principal coordinate analysis (PCoA) plots based on the unweighted UniFrac distance metric 
illustrating differences in microbial communities present in the nose of healthy cats living indoor 
versus outdoor. Every dot represents the bacterial community of one individual cat. A separation 
defined as clustering was observed in indoor and outdoor cats. PC1: first component along the x- 





Fig 2. Principal coordinate analysis for antibiotic treatment of cats with nasal neoplasia.  
Principal coordinate analysis (PCoA) plots based on the unweighted UniFrac distance metric 
illustrating differences in microbial communities present in the nose of cats with nasal neoplasia. 
Every dot represents the bacterial community of one individual cat. A separation defined as 
clustering was not observed. PC1: first component along the x- and y-axes, PC2: second component, 
PC3: third component; blue dots: antibiotic treatment; red dots: no antibiotic treatment. 
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Fig 3. Principal coordinate analysis for Chlamydia felis infection in cats with FURTD. 
Principal coordinate analysis (PCoA) plots based on the unweighted UniFrac distance metric 
illustrating differences in microbial communities present in the nose of cats with FURTD. Every dot 
represents the bacterial community of one individual cat. A separation defined as clustering was 
observed in cats according to their status of being positive or negative for Chlamydia felis. PC1: first 
component along the x- and y-axes, PC2: second component, PC3: third component; blue dots: cats 
that tested positive for Chlamydia felis; red dots: cats that tested negative for Chlamydia felis. 
 
 
Fig 4. Principal coordinate analysis for FHV-1 infection in cats with FURTD. 
Principal coordinate analysis (PCoA) plots based on the unweighted UniFrac distance metric 
illustrating differences in microbial communities present in the nose of healthy cats that tested 
positive or negative for FHV-1. Every dot represents the bacterial community of one individual cat. 
A separation defined as clustering was observed. PC1: first component along the x- and y-axes, PC2: 
second component, PC3: third component; blue dots: cats that tested positive for FHV-1; red dots: 
cats that tested negative for FHV-1. 
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Species richness and diversity  
Species richness (observed species and Chao1) and alpha-diversity (Shannon) 
revealed high individual variability between samples collected from healthy and 
diseased cats (S1 Table). As explained above, the current techniques for selecting 
OTUs are known not to concur with the original term “species”. In this context, the 
“observed species” metric is the number of unique OTUs found in the sample. 
Species richness was significantly higher in cats of age group 3 compared with age 
group 2 (Fig 5, p=0.001) when all age groups of healthy cats were compared. When 
25,640 sequences per sample were analyzed, the number of observed species ranged 
from 1,426 to 796 for age group 3 to the lowest number of 508 to 422 for age 
group 5. Cats kept indoors had a significantly higher number of observed species 
compared with cats with access to the outside (Fig 6, p=0.042). The number of 
observed species ranged from 1,426 to 935 for indoor and balcony cats and was 
lowest for outdoor cats with 990 to 422.  
As an estimator for species richness at a higher sequencing depth, the Chao 1 index 
also showed significantly higher levels for age group 3 when all age groups were 
compared (Fig 5, p<0.001). In comparisons of indoor/outdoor status, the Chao 1 
index revealed that most indoor cats had a higher observed species number 
compared with outdoor cats (Fig 6, p=0.011).  
The Shannon diversity index, which takes into account the abundance and evenness 
of species, showed similar results concerning the number of observed species and 
Chao 1 index in different age groups, with age group 3 having the highest and age 
group 5 having the lowest diversity, and a significant difference between age group 
2 and age group 3 when all age groups were compared (Fig 5, p<0.001). Similarly, 
samples from indoor cats were more diverse compared with outdoor cats based on 
the Shannon index (Fig 6, p=0.003).  
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Fig 5. Rarefaction curves of 16S rRNA gene sequences from healthy cats of different age groups.  
Lines represent the mean of each age group, and error bars represent the standard deviations.  
The analysis was performed on a randomly selected subset of 25,640 sequences per sample.  
(A) Observed Species. (B) Chao1 index. (C) Shannon diversity index  
(age group 2: red line, age group 3: blue line, age group 4: orange line, age group 5: green line). 
 




Fig 6. Rarefaction curves of 16S rRNA gene sequences obtained from healthy cats living in different environments. 
Lines represent the mean of each age group, and error bars represent the standard deviations.  
(A) Observed Species. (B) Chao1 index. (C) Shannon diversity index  
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Most common taxa colonizing the nose 
Twenty-four phyla were identified from all nasal samples. Proteobacteria were the 
predominant bacterial phylum in healthy and diseased cats. Proteobacteria, 
Bacteroidetes, and Firmicutes together represented, on average, more than 92% of 
the total bacteria sequenced in all three groups. At the finest taxonomic resolution 
possible, a total of 375 OTUs was found, but DNA could not always be resolved 
beyond the genus level (S2 Table). The composition of the nasal microbiome 
differed at an individual level (Fig 7). The predominant bacterial groups in the nose 
of healthy and diseased cats are displayed in Table 4 and Table 5 and Fig 8. S2 
Table summarizes the proportions of bacteria by phyla, class, order, family, and 
genus in healthy cats, different age groups of healthy animals, healthy cats with 
different indoor/outdoor status and diseased cats. 
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Fig 7. Composition of the nasal microbiome in healthy and diseased cats.  
Bacterial phyla in the nose of single cats enrolled in the study. Each bar chart represents one cat. 
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Fig 8. Bacterial phyla and families in the nose of cats.  
The average of the most common bacterial phyla and families identified in healthy cats according to their age group or environment and in cats with FURTD and nasal neoplasia. 
Healthy cats: A, B, C, D, E, F, G, H. 
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Table 4. Relative proportions of the most abundant bacterial taxa identified by sequencing of the 16S rRNA gene. 
 
Healthy (n=25) Neoplasia (n=7) FURTD (n=15) 
Taxa mean % SD  mean % SD  mean % SD  
Phylum 
      
Bacteroidetes 9.3 8.3 19.5 24.5 5.7 7.7 
Chlamydia 0.1 0.0 0.0 0.0 5.7 15.7 
Firmicutes 13.0 11.2 3.8 2.0 13.1 14.3 
Proteobacteria 71.4 14.5 68.8 21.2 72.7 21.1 
Class 
      
Alphaproteobacteria 15.0 12.2 29.2 17.5 13.4 13.9 
Betaproteobacteria 15.5 17.7 7.4 5.6 6.0 7.0 
Gammaproteobacteria 40.7 31.0 32.1 26.3 52.9 32.0 
Order 
      
Pseudomonadales 37.5 32.7 18.5 31.1 40.4 33.3 
Rhizobiales 12.9 10.5 28.3 16.9 12.9 13.7 
Family 
      
Bradyrhizobiaceae 11.4 10.2 21.0 18.8 8.8 12.7 
Moraxellaceae 34.9 33.9 17.7 31.4 39.8 33.7 
Neisseriaceae 7.8 17.3 2.0 3.3 0.9 0.8 
Genus 
      
Moraxella 33.0 34.2 15.8 31.8 38.6 33.8 
unclassified Bradyrhizobiaceae 11.3 10.1 20.6 18.4 8.8 12.6 
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Table 5. Taxa present at >1% mean relative abundance in one or more groups of cats enrolled in the study. 
   Healthy (n=25) Neoplasia (n=7) FURTD (n=15) 
Phylum Family Genus mean % SD % mean % SD % mean % SD % 
Actinobacteria Corynebacteriaceae Corynebacterium 0.9 1.5 1.1 1.0 0.3 0.6 
Bacteroidetes [Paraprevotellaceae] [Prevotella] 0.1 0.1 8.0 20.2 0.1 0.2 
 [Weeksellaceae] Cloacibacterium 1.6 2.9 0.5 0.6 0.2 0.6 
 Chitinophagaceae  0.2 0.2 7.3 14.6 0.2 0.2 
  Sediminibacterium 5.8 6.5 2.2 1.9 4.6 6.6 
Chlamydiae Chlamydiaceae Chlamydia 0.0 0.0 0.0 0.0 5.7 15.7 
Firmicutes Staphylococcaceae Staphylococcus 4.3 9.3 1.3 1.3 6.3 9.1 
 Aerococcaceae Alloiococcus 5.5 8.2 0.5 0.9 1.6 1.9 
 Streptococcaceae Streptococcus 0.3 0.3 0.6 0.7 2.8 10.1 
Proteobacteria Bradyrhizobiaceae  11.3 10.1 20.6 18.4 8.8 12.6 
 Phyllobacteriaceae Phyllobacterium 0.4 0.3 6.6 14.0 3.7 8.1 
 Alcaligenaceae Achromobacter 4.9 5.2 2.7 2.5 4.0 5.6 
 Comamonadaceae Lampropedia 0.0 0.0 1.0 2.7 0.0 0.0 
 Neisseriaceae other 1.7 3.1 1.2 2.6 0.5 0.5 
 Neisseriaceae  5.4 16.7 0.6 0.6 0.3 0.3 
 Pasteurellaceae Bibersteinia 1.2 1.9 5.8 7.7 4.0 3.8 
  Haemophilus 0.1 0.1 0.2 0.2 1.6 5.3 
  Pasteurella 0.6 0.6 5.1 8.5 5.7 14.2 
 Moraxellaceae Acinetobacter 1.1 1.2 1.4 1.4 0.5 0.6 
  Moraxella 33.0 34.2 15.8 31.8 38.6 33.8 
 Pseudomonadaceae Pseudomonas 2.3 7.4 0.7 0.6 0.5 0.7 
 Xanthomonadaceae  0.1 0.1 1.2 2.9 0.1 0.1 
Tenericutes Mycoplasmataceae Mycoplasma 0.0 0.0 2.0 3.8 0.5 0.8 
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Similar to the difference observed in beta diversity between healthy indoor and 
outdoor cats, the analysis of individual bacterial groups with LEfSe showed a 
different abundance of taxa when these groups were compared. Indoor cats had a 
significantly lower relative abundance of the genus Moraxella, while significantly 
higher levels were detected in the genera Bradyrhizobium, Staphylococcus, and 
Pasteurella higher. 
Within the study group with nasal neoplasia, the bacterial taxa of patients with and 
without antibiotic treatment prior to sampling were compared. While there were no 
significant differences in alpha and beta diversity, several significantly different 
bacterial taxa could be established using LEfSe (Fig 9). While Prevotella copri and 
Staphylococcus sciuri were significantly more abundant in cats that had received 




Fig 9. Differentially abundant bacterial groups shown by LDA Scores based on LEfSe.  
Groups that were differentially abundant between cats with nasal neoplasia that received (red bars) 
or did not receive (green bars) antibiotic treatment before sampling. Taxonomic levels are 
represented as p_ (phylum), c_ (class, o_ (order), f_ (family), and g_ (genus). 
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Discussion 
The present study demonstrates that the nasal microbiome in cats is much more 
diverse than previously reported using culture-based methods [55-58]. Sequence 
data revealed a high individual variability among the samples collected from cats. 
Although additional samples from more cats are needed to arrive at further 
conclusions, the results suggest that the composition of the bacterial community is 
influenced by age and different environmental factors. In humans, a subject’s 
microbiome is personalized but includes dynamic changes throughout the first year 
of life characterized by a greater bacterial density and decreased diversity at a young 
age [3]. Similarly, the present study detected differences in the nasal microbial 
composition of healthy cats at different ages. Because of the strong influence of age 
on the nasal microbial composition, this parameter was not useful to compare 
healthy cats with diseased cats belonging to other age groups. In this case, 
differences in the microbiome could not only result from the underlying disease 
process but would also be affected by age. This phenomenon had to be kept in mind 
when interpreting the nasal microbial composition of cats with FURTD in the 
present study because FURTD is frequently detected in kittens younger than one 
year of age. In contrast, cats suffering from nasal neoplasia tend to be older. 
Because healthy cats had to be free from clinical signs of disease, few healthy old 
cats were eligible to enter the study. In the present study, the age of the healthy cats, 
cats with neoplasia, and cats with FURTD were significantly different. Therefore, 
a statistical comparison of the microbiome of cats with different disease statuses 
status was not performed.  
In the present study, Moraxella, Bradyrhizobiaceae, Sediminibacterium, 
Alloicoccus, and Neisseriaceae were the most commonly detected bacteria in the 
nose of healthy cats. In cats with FURTD, Moraxella, Bradyrhizobiaceae, 
Staphylococcus, Pasteurella, Chlamydia and Streptococcus were the most 
frequently observed taxa. In previous studies using culture-based methods and 
PCR, the most commonly described bacteria in the nose of cats with FURTD 
included Pasteurella, Streptococcus, and Staphylococcus [57]. In addition to these 
bacteria, another study additionally detected Mycoplasma spp. as the most common 
bacterium in cats with FURTD [58]. Interestingly, in the present study, 
Mycoplasma was not one of the most abundant taxa in the nose of cats with FURTD 
concerning the relative abundance (mean 0.5%). Chlamydia felis (C. felis) is 
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another known pathogen that is frequently detected in cats with FURTD and has 
been observed in the nose of cats with FURTD [59]. Notably in this study, C. felis 
was only observed in cats with FURTD (relative abundance 5.7%). Staphylococcus 
spp., Pasteurella spp., and Streptococcus spp. were commonly detected in cats with 
FURTD in this study, as previously described [57, 58]. The second most abundant 
taxa in healthy cats and in cats with FURTD detected in this study was 
Bradyrhizobiaceae, which has never been previously described as an inhabitant of 
the feline nose but has recently been detected in the feline oropharynx of healthy 
cats [42] and in the nasal cavity of healthy dogs [41]. 
The most commonly identified bacterial family in healthy cats and cats with 
FURTD was Moraxellaceae. In humans, Moraxella catarrhalis has been cultured 
from the hypopharynx of neonates as a risk factor for childhood asthma [60] and 
bronchiolitis or pneumonia [61]. During the first year of life, Moraxella spp. can be 
more frequently detected in children with acute respiratory infections than in 
healthy ones [62]. In cattle, Moraxella bovis and Moraxella bovoculi have been 
associated with bovine keratoconjunctivitis [63], but they could also be detected in 
the nasopharynx of asymptomatic cattle [64]. Studies investigating the feline oral 
microbiota in healthy cats [65] and in cats with and without periodontitis [66] 
identified Moraxella spp. as one of the core species of the oral cavity of healthy 
cats using next-generation sequencing. Similarly, the family Moraxellaceae also 
seems to represent the most abundant bacterial family in the feline nasal cavity. In 
a study including 59 cats with FURTD, Moraxella spp. was detected in aerobic 
cultures of 4 nasal and 21 pharyngeal swabs [58].  
Members of the genus of unclassified Bradyrhizobiaceae were abundant in the nose 
of cats with nasal neoplasia and could also be detected in healthy cats. To the 
author’s knowledge, this genus has never been previously described in the feline 
nose. In humans, Bradyrhizobium enterica was found in colon biopsies of patients 
with cord colitis syndrome [67, 68], in the blood and lung of a patient with fatal 
pulmonary disease [69], and in blood samples of patients with poorly defined illness 
[70]. In animals, Bradyrhizobium could be detected in the gastrointestinal tract of 
the Amazonian catfish, (Panaque nigrolineatus) [71], yellow catfish (Pelteobagrus 
fulvidraco) [72], tropical caterpillars (Lepidoptera: Saturniidae) [73], and 
lagomorphs pikas (Ochotonidae) [74]. However, the role of Bradyrhizobiaceae in 
the feline upper respiratory tract and the organism’s potential role in the 
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pathogenesis of nasal neoplasia in cats necessitate further studies. 
The results of the present study indicate an abundance of Pasteurella spp., 
especially in diseased cats with nasal neoplasia or FURTD. In other studies, 
Pasteurella spp. were associated with feline gingivostomatitis [75] and have been 
isolated from wounds caused by cat bites [76].  
Known bacterial pathogens that are frequently involved in FURTD, such as C. felis 
and Mycoplasma spp., were observed in diseased cats in the present study. 
Mycoplasma spp. have been detected by culture and PCR from nasal samples of 
healthy cats [36]. However, in most studies using culture or PCR for detection of 
C. felis and Mycoplasma spp. in healthy cats, conjunctiva and/or oropharyngeal 
region were sampled for pathogen detection [77-80]. Since the number of cats with 
FURTD was small in the present study, the roles of the pathogens FHV-1, FCV, 
and C. felis in the composition of the nasal microbiome during an acute phase of 
disease could not be assessed. 
In the present study, the microbiome of healthy and diseased animals was not 
compared because a human [3] and a longitudinal study in pigs [43] showed 
significant dynamic changes in the nasal microbiome in early life as well as age-
related differences in adults [35]. Furthermore, a longitudinal study examining the 
fecal microbiome of cats showed higher structural and functional diversity of the 
microbiome later in life compared with cats younger than 1 year [45].  
It is often not clear which qualitative and quantitative changes in the microbiome 
are meaningful and whether these changes are associated with disease. 
Furthermore, distinguishing between cause and effect remains a challenge. It is still 
uncertain whether the microbiome in diseased animals is altered because of disease-
related local or systemic immunosuppression or whether the altered microbiome is 
involved in the pathogenesis of certain diseases.  
There are different interactions between the immune system and the microbiome. 
On the one hand, the immune system must learn to tolerate commensal bacteria, but 
on the other hand, it has to identify possible pathogens. These interactions of the 
host and its microbiome influence immune functions at all levels beginning at the 
initial innate defense response to acquired responses [81]. This phenomenon could 
be demonstrated in a study focusing on the upper airway mucosal lining fluid of the 
nasal cavity of human neonates. The presence of Moraxella catarrhalis as a 
III. Veröffentlichung    62 
potential airway pathogen was associated with an upregulated T helper cell (Th) 
type 1/Th2/Th17-type inflammatory response of the airway mucosa [82]. Another 
human study showed a stimulation of dendritic cells by Moraxella, leading to a 
three-to-five-fold increase in interleukin (IL)-23, IL-10, and IL-12p70 in 
comparison to stimulation by known respiratory commensal bacteria [83].As the 
microbiome influences the host immune response, one can speculate that a 
dysbiosis can cause disease, as has been shown for intestinal disease in dogs [84] 
or rhinosinusitis in a murine model [10]. It is also possible that a nasal disease 
process causes changes in the microbiome via different mechanisms, e.g., induction 
of mucosal inflammation toward a Th2-type response, interruption of immune 
defense [16], modification of epithelial barriers [85], mechanical obstruction and 
altered sinus functioning [86], including lower oxygen circulation in the upper 
airways caused by mucus [87], and swelling or blood vessel anomalies [88], as well 
as through the effects of medications [89]. Being able to describe the nasal 
microbiome in healthy animals and to identify possible changes that occur in the 
microbiome in disease could represent a first step in investigations of the role of the 
microbiome in the pathogenesis of diseases. As such, it could be a new way to 
investigate new diagnostic and therapeutic modalities. 
The nasal microbial composition of cats with nasal neoplasia did not seem to be 
influenced by pretreatment with antibiotics according to the alpha and beta 
diversity. The only findings were differences in the abundance of taxa between both 
groups by LefSe analysis in patients who did not receive antibiotics, who presented 
a higher abundance of several taxa. These findings do not reflect the results of 
human studies indicating significant microbial changes caused by antibiotic usage 
[46-48]. However, the heterogeneous pretreatment and different types of nasal 
neoplasia within the population of cats with nasal tumors make it difficult to define 
a core microbiome of cats with nasal neoplasia in the present study, therefore 
potentially explaining the lack of antibiotic influence.  
There are several limitations of this study. As mentioned previously, the groups 
were not age-matched, and therefore statistical comparisons of the nasal microbial 
composition between different disease and age groups were not useful. Another 
limiting factor of the study was the small number of cats included. Since the number 
of cats enrolled in each group was small, and significant variability was observed 
between individuals, a larger cohort of healthy and diseased cats should be 
III. Veröffentlichung    63 
evaluated to define the feline nasal microbiome and its role in health and disease.  
Conclusions 
In conclusion, the present study revealed a large number of currently uncultivable 
bacteria, demonstrating that the nose of cats is inhabited by richer and more diverse 
microbial communities than has been previously described using culture-based 
methods. Furthermore, age and environmental factors seemed to influence the nasal 
microbial composition. Researchers are only just beginning to understand the 
complex interactions between the host and bacterial microbiota and the impact of 
disrupting this fragile homeostasis in disease states. The results of the present study 
represent a first step in the description of the nasal microbiome in healthy and 
diseased cats and the identification of intrinsic and extrinsic factors that influence 
the microbial composition. Future research in this field might help to develop new 
diagnostic tools to easily identify nasal microbial changes, relate them to certain 
disease processes, and help clinicians in the decision process of antibiotic selection 
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Supporting information 
S1 Table. Alpha diversity. Alpha diversity measures at 25,640 sequences in healthy 
cats depending on age group and indoor/outdoor status and in diseased cats. 
S2 Table. Relative percentages of bacterial groups. Relative percentages of 
bacterial groups in healthy and diseased cats at the various phylogenetic levels 
(phylum, class, order, family, genus) based on sequencing of the 16S rRNA gene. 
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IV. DISKUSSION 
Im Rahmen der vorliegenden Arbeit wurde das nasale Mikrobiom bei gesunden 
Katzen und Katzen mit Erkrankungen der Nase in Form von Katzenschnupfen oder 
maligner nasaler Neoplasie untersucht. Zudem wurde der Einfluss von 
individuellen Faktoren und der Umgebung auf das nasale Mikrobiom von gesunden 
Katzen evaluiert. Der Schwerpunkt der Untersuchungen lag dabei auf dem 
Bakterienvorkommen - die Existenz von anderen Mikroben wie Viren oder Pilzen 
wurde nicht berücksichtigt. Dies ist die erste Studie, die auf der 
Genomsequenzierung des bakteriellen Mikrobioms der Nasenhöhle von Katzen 
basiert. 
Die in dieser Studie verwendete Genomsequenzierung weist gegenüber 
herkömmlichen Nachweismethoden von Bakterien große Vorteile auf. So konnten 
im Rahmen der vorliegenden Arbeit 24 Bakterienstämme und insgesamt 375 OTUs 
nachgewiesen werden. Viele dieser Bakterien wurden bisher weder in der Nase von 
Katzen nachgewiesen noch mit der bakteriellen Kolonisation von Katzennasen in 
Zusammenhang gebracht. Nichts desto trotz kann auch die Genomsequenzierung 
dem Anspruch auf Vollständigkeit des Nachweises aller Bakterien nicht gerecht 
werden (ASHELFORD et al., 2005; DESAI et al., 2012).  
Die Ergebnisse dieser Studie liefern einen ersten Hinweis, dass die bakterielle 
Besiedlung der felinen Nasenhöhle sowohl vom Alter als auch von Umweltfaktoren 
beeinflusst wird. In humanmedizinischen Studien wurde beschrieben, dass das 
Mikrobiom einen hohen Grad an Individualität aufweist und dynamische 
Veränderungen während des ersten Lebensjahres erfährt. Dies äußert sich in einer 
gesteigerten bakteriellen Dichte bei einer geringeren Diversität im Kindesalter 
(MIKA et al., 2015). Parallel dazu wurden auch in der vorliegenden Studie 
Unterschiede in der Zusammensetzung des nasalen Mikrobioms von Katzen in 
Abhängigkeit von ihrem Alter festgestellt. Dieser Umstand lässt es nicht sinnvoll 
erscheinen, gesunde und kranke Katzen verschiedenen Alters miteinander zu 
vergleichen. Ein detektierter Unterschied des nasalen Mikrobioms könnte in diesem 
Fall nicht nur abhängig von einer Grundkrankheit, sondern auch durch das Alter 
beeinflusst sein. Ein Problem der vorliegenden Studie war, dass FURTD 
vorwiegend bei sehr jungen Katzen, die jünger als ein Jahr sind, vorgefunden wird 
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(BANNASCH & FOLEY, 2005; DI MARTINO et al., 2007). Katzen mit maligner 
nasaler Neoplasie sind hingegen meist höheren Alters (HENDERSON et al., 2004; 
GALLER et al., 2012). Da gesunde Katzen in der vorliegenden Studie ohne jegliche 
Anzeichen einer Krankheit sein sollten, konnten nicht viele alte Katzen in die Studie 
aufgenommen werden. Ein ähnliches Problem zeigte sich bei der Rekrutierung 
junger Katzen, die oft milde Symptome eines Katzenschnupfens zeigten und so 
weder in die gesunde Kontrollgruppe noch in die Gruppe der akut an 
Katzenschnupfen erkrankten Studienteilnehmer aufgenommen werden konnten. 
Demzufolge bestand in der vorliegenden Studie für das Alter im Vergleich von 
gesunden Katzen, Katzen mit nasaler Neoplasie und Katzen mit FURTD ein 
signifikanter Unterschied zwischen den Gruppen (p < 0.001).  
Die Ergebnisse dieser Arbeit geben Hinweise darauf, dass einige Bakterien zum 
Mikrobiom gesunder Katzen zu zählen sind, während andere in ihrer Häufigkeit 
durch den Krankheitsstatus beeinflusst werden. Es bleibt aber weiterhin unklar, ob 
das Mikrobiom erkrankter Tiere durch die Krankheit und die damit einhergehende 
systemische Immunsuppression verändert wird, oder ob eine Änderung des 
Mikrobioms in die Pathogenese bestimmter Krankheitsprozesse involviert ist. Es 
bestehen unterschiedliche Arten der Interaktion zwischen Immunsystem und 
Mikrobiom: Einerseits muss das Immunsystem lernen, kommensale Bakterien zu 
tolerieren, andererseits muss es mögliche Pathogene identifizieren können. Dieses 
Zusammenspiel von Wirt und seinem Mikrobiom beeinflusst Immunfunktionen auf 
allen Ebenen, beginnend bei initial angeborenen bis hin zu erworbenen 
Immunantworten (KAMADA & NUNEZ, 2014). Dieser Zusammenhang konnte in 
einer Studie, die sich mit dem Flüssigkeitsfilm auf der Mukosa des oberen 
Atmungstrakts Neugeborener beschäftigte, aufgezeigt werden: Wurde das im 
Atmungstrakt potentiell pathogen wirkende Bakterium Moraxella catarrhalis 
nachgewiesen, konnte auch eine erhöhte, gemischte T-Helferzellen 
Entzündungsreaktion vom Typ 1, 2 und 17 der respiratorischen Schleimhaut 
festgestellt werden (FOLSGAARD et al., 2013). Eine weitere humanmedizinische 
Studie zeigte, dass eine Stimulation von dendritischen Zellen durch Moraxella 
verglichen mit einer Stimulation durch Kommensalen des Respirationstrakts zu 
einem drei- bis fünffachen Anstieg von Interleukinen (IL-10, IL-23, und IL-12p70) 
führte (LARSEN et al., 2012). 
Oftmals ist unklar, welche qualitativen und quantitativen Veränderungen des 
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Mikrobioms bedeutend sind und ob diese Änderungen mit Krankheiten assoziiert 
sind. Ferner bleibt es eine Herausforderung, zwischen Ursache und Folge einer 
Erkrankung zu unterscheiden. Da das Mikrobiom die Immunantwort des Wirts 
beeinflusst, kann spekuliert werden, dass eine Dysbiose Krankheiten auslösen kann, 
wie beispielsweise für intestinale Erkrankungen des Hundes (VAZQUEZ-BAEZA 
et al., 2016), gastrointestinale Tumorerkrankungen des Menschen (SHEFLIN et al., 
2014) oder Rhinosinusitis im Mausmodell (ABREU et al., 2012) berichtet. Darüber 
hinaus ist es auch möglich, dass nasale Erkrankungen Veränderungen des 
Mikrobioms durch unterschiedliche Mechanismen verursachen. Anzuführen sind 
eine T2-Helferzellen induzierte Entzündung der Mukosa und Störung der 
Immunabwehr (CHOI et al., 2014a) sowie Modifikationen der epithelialen 
Barrieren (KIM et al., 2015). Ebenfalls denkbar sind mechanische Obstruktionen 
und veränderte Sinusfunktionen (ALHO et al., 2003) und damit einhergehende 
geringere Sauerstoffzirkulation in den oberen Atemwegen durch Schleim 
(ZARIWALA et al., 2007), Schwellungen oder Blutgefäßanomalien (LIU et al., 
1992), aber auch hervorgerufen durch Medikamente (UNGARO et al., 2014). Die 
Definition des nasalen Mikrobioms bei gesunden Tieren und die mit Erkrankung 
einhergehenden Veränderungen des Mikrobioms stellen einen ersten Schritt in der 
Erforschung des Mikrobioms in Gesundheit und Krankheit dar. Als solches könnte 
dies ein erster Schritt sein, um neue diagnostische und therapeutische Wege zu 
begehen. Insbesondere Studien in der Humanmedizin stellten diesbezüglich einen 
positiven Einfluss von oral verabreichten Probiotika auf das nasale Mikrobiom und 
Erkrankungen der Nase fest (OUWEHAND et al., 2009; GUILLEMARD et al., 
2010; YAQOOB, 2014). Probiotika wird zugeschrieben, bei prophylaktischer 
oraler Verabreichung das Risiko für respiratorische Infektionserkrankungen zu 
reduzieren (RIO et al., 2002; OUWEHAND et al., 2016) oder positiv auf den 
Schweregrad einer bestehenden Erkrankung einzuwirken (RIO et al., 2002) und 
somit zu einem geringeren Gebrauch von Antibiotika zu führen (OUWEHAND et 
al., 2016). Darüber hinaus können Probiotika enterale Nebenwirkungen 
antibiotischer Therapie wie beispielsweise Durchfall limitieren (OUWEHAND et 
al., 2016). Global gesehen das wichtigste Argument für die Erforschung des 
Mikrobioms und in diesem Zusammenhang alternativer Behandlungsmethoden 
durch Probiotika stellt die Erkenntnis dar, dass der Einsatz von Probiotika nicht zu 
einer Zunahme von Antibiotikaresistenzen führt und womöglich sogar eben diese 
reduzieren kann (OUWEHAND et al., 2016). Die Identifikation von 
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Veränderungen des Mikrobioms bei verschiedenen Krankheiten oder auch 
individuelle Veränderungen kann es ermöglichen, mit spezifischen, individuellen 
Probiotika zielgenau auf die krankheitsbedingten Veränderungen des Mikrobioms 
einzugehen (GRIMM & RIEDEL, 2016). Außerdem kann mit diesem Wissen 
Rücksicht auf die individuelle Verstoffwechselung von Medikamenten genommen 
werden (KHALSA et al., 2017). 
In der vorliegenden Studie konnte gezeigt werden, dass das nasale Mikrobiom von 
Katzen sehr viel diverser ist, als bisher angenommen. Darüber hinaus wurde belegt, 
dass kulturelle Methoden die Gesamtheit der die Katzennase besiedelnden 
Bakterien nicht darstellen können. Diesbezüglich liegen keine Vergleichsstudien 
vor, allerdings können Vergleiche mit Angaben aus älteren kulturbasierten Studien 
durchgeführt werden (SCHULZ et al., 2006; VEIR et al., 2008; JOHNSON & 
KASS, 2009; HARIHARAN et al., 2011). Die gewonnenen Daten verdeutlichten, 
dass eine hohe individuelle Variabilität hinsichtlich Häufigkeit und Anzahl der 
nachgewiesenen Bakterien innerhalb der beprobten Katzen vorherrscht. Diese 
Beobachtung steht in Einklang mit Beobachtungen beim nasalen Mikrobiom des 
Menschen (RASMUSSEN et al., 2000; BOGAERT et al., 2011; ALLEN et al., 
2014; BISWAS et al., 2015; RAMAKRISHNAN et al., 2015; KASPAR et al., 
2016). Beim Menschen konnte darüber hinaus gezeigt werden, dass diese 
hochgradige Individualität des Mikrobioms im oberen Respirationstrakt schon in 
sehr jungem Alter vorzufinden ist (BOGAERT et al., 2011; SAKWINSKA et al., 
2014). Auch durch lokale Entzündungen (KASPAR et al., 2016), Virusinfektion 
(ALLEN et al., 2014) oder CRS (BISWAS et al., 2015; RAMAKRISHNAN et al., 
2015) wurde die hohe Individualität des Mikrobioms nicht beeinflusst. 
Ein interessantes Ergebnis der Studie deutet außerdem an, dass die 
Zusammensetzung des nasalen Mikrobioms gesunder Katzen abhängig von ihrer 
Umgebung ist. Bei der Interpretation dieser Ergebnisse muss allerdings 
berücksichtigt werden, dass sich auch das Alter von gesunden Hauskatzen und 
gesunden Freigängern signifikant unterschied und somit einen Einfluss haben 
könnte. Die Beta-Diversität wies bei Freigängern und Hauskatzen Unterschiede auf. 
Mithilfe der Unique Fraction Metrik (UniFrac) konnte gezeigt werden, dass 
zwischen dem nasalen Mikrobiom von Freigängern und Hauskatzen eine 
signifikante phylogenetische Distanz herrschte. Auch wiesen Freigänger eine 
niedrigere Alpha-Diversität auf als reine Hauskatzen, Tierheimkatzen und 
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Hauskatzen mit Balkonzugang. Diese Erkenntnis überrascht in Anbetracht der 
Tatsache, dass die Nase das Verbindungskompartiment zur Außenwelt darstellt und 
die mikrobielle Exposition eines Individuums in Räumen im Gegensatz zu der 
mikrobiellen Vielfalt in Außenbereichen sehr viel geringer ist (GIBBONS, 2016). 
Beim Menschen konnte im Rahmen einer Längsschnittstudie der Umkehrschluss 
gezeigt werden. Die bakterielle Zusammensetzung der häuslichen Umgebung von 
Menschen wird demnach durch ihr Mikrobiom beeinflusst. Die Nase wies hierbei 
im Gegensatz zu den anderen beprobten Körperoberflächen den höchsten 
interindividuellen Unterschied auf und hatte mit den beprobten Oberflächen der 
Umgebung am wenigsten OTUs gemeinsam (LAX et al., 2014). Ausgehend von 
der Hygienehypothese wird beim Menschen eine hohe mikrobielle Diversität in der 
Umwelt oft mit einem verringerten Risiko, an Asthma zu erkranken, assoziiert 
(EGE et al., 2011). Bei Kindern korrelieren Umweltfaktoren, wie das Leben auf 
oder der enge Kontakt mit einem Bauernhof und die damit einhergehende 
mikrobielle Vielfalt sowohl in Matratzenstaub als auch in ihrem Nasenmikrobiom 
negativ mit einer Asthmaerkrankung. Interessanterweise wurden Bakterien, deren 
Ursprung dem Bauernhof zugerechnet wird, häufiger in Hausstaub aus den 
Matratzen der Kinder als in ihren Nasen nachgewiesen. Jedoch konnte in den 
Matratzen von Bauernhofkindern eine höhere bakterielle Vielfalt als im 
Matratzenstaub anderer Kinder festgestellt werden (BIRZELE et al., 2017). Die 
Ergebnisse der Untersuchung der Umwelteinflüsse im Rahmen der vorliegenden 
Studie werden relativiert durch die Berücksichtigung der Altersabhängigkeit. Diese 
wurde in zahlreichen humanmedizinischen Studien als einflussreicher Faktor 
beschrieben. Diese Erkenntnis impliziert, dass das Alter auch bei Katzen einen 
entscheidenden Einfluss auf die Zusammensetzung des Mikrobioms hat. Betrachtet 
man die Studienteilnehmer, die im Rahmen dieser Arbeit herangezogen wurden, ist 
auffällig, dass die Altersverteilung hinsichtlich der Haltungsformen nicht gleich ist. 
So gehörte die Mehrzahl der Hauskatzen zur Altersgruppe 3 (> 1 – 5 Jahre), die im 
Altersvergleich ebenfalls die höchste mikrobielle Diversität aufwies. Daraus 
resultierend können beide Parameter in diesem Fall nicht gänzlich voneinander 
separiert betrachtet werden. Die vorliegenden Ergebnisse liefern folglich einen 
ersten Hinweis auf die Alters- und Umweltabhängigkeit, jedoch sind zum 
endgültigen Beweis dieser Kausalität weiterführende Untersuchungen vonnöten.  
Im Rahmen der vorliegenden Studie waren Moraxella, Bradyrhizobiaceae, 
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Sediminibacterium, Alloicoccus und Neisseriaceae die häufigsten Bakterien in der 
Nase von gesunden Katzen. Überraschenderweise war das zweithäufigste Taxon 
sowohl bei gesunden Tieren als auch bei Katzen mit Katzenschnupfen 
Bradyrhizobiaceae. Vorher wurde dieses Bakterium nie als Bewohner der felinen 
Nase beschrieben, konnte allerdings kürzlich erstmals im Oropharynx gesunder 
Katzen detektiert werden (VIENTOS-PLOTTS et al., 2017a). Andere häufige Taxa, 
die im Rahmen in der vorliegenden Studie in der Nase von gesunden Katzen 
nachgewiesen wurden, wie Sediminibacterium, Alloicoccus und Neisseriaceae, 
wurden bisher nicht bei Katzen beschrieben. Darüber hinaus identifizierte die 
vorliegende Studie im Gegensatz zu vorherigen auf Kultur basierenden Berichten 
eine große Vielfalt an verschiedenen Bakterien, die die feline Nase besiedeln 
(SCHULZ et al., 2006; VEIR et al., 2008; JOHNSON & KASS, 2009; 
HARIHARAN et al., 2011).  
Die am häufigsten identifizierte Familie bei gesunden Katzen und Katzen mit 
Katzenschnupfen war Moraxellaceae. Beim Menschen wurde M. catarrhalis aus 
dem Hypopharynx von Neugeborenen kultiviert und als Risikofaktor für Asthma 
im Kindesalter (BISGAARD et al., 2007) und Bronchiolitis oder Pneumonie 
(VISSING et al., 2013) identifiziert. Während des ersten Lebensjahres kann 
Moraxella spp. häufiger bei Kindern mit akuten Infektionen des Respirationstrakts 
als bei gesunden nachgewiesen werden (TEO et al., 2015). In der Rindermedizin 
werden Moraxella bovis und Moraxella bovoculi mit der bovinen 
Keratokonjunktivitis in Zusammenhang gebracht (PUGH & MCDONALD, 1986), 
konnten jedoch auch schon im Nasopharynx asymptomatischer Rinder 
nachgewiesen werden (DICKEY et al., 2016). Studien, die sich mit der 
Sequenzierung des oralen Mikrobioms von gesunden (STURGEON et al., 2014) 
und von Katzen mit und ohne Periodontitis (HARRIS et al., 2015) beschäftigten, 
identifizierten Moraxella spp. als eine der Core Spezies in der Maulhöhle gesunder 
Katzen. Dementsprechend repräsentiert die Familie Moraxellaceae auch die 
häufigste Bakterienfamilie in der Nasenhöhle von Katzen. In einer Studie mit 59 
Katzen mit Katzenschnupfen wurde Moraxella spp. aus vier Nasentupfern und 21 
Tupferproben des Pharynx aerob kultiviert (VEIR et al., 2008). Ergebnisse der 
vorliegenden auf Genomsequenzierung basierenden Studie sind allerdings 
hinweisend dafür, dass Moraxella zur physiologischen bakteriellen Population in 
Katzennasen zu zählen ist. 
IV. Diskussion    83 
Bakterien, die zur Familie der Bradyrhizobiaceae gehören, wurden in der 
vorliegenden Studie häufiger in der Nase von Katzen mit nasaler Neoplasie, jedoch 
ebenfalls in den Nasentupfern von gesunden Katzen nachgewiesen. Dieses 
Bakterium wurde bisher noch nie in der Nase von Katzen beschrieben. Allerdings 
wurde kürzlich eine Studie veröffentlicht, die das Mikrobiom in 
Bronchoalveolarlavage, Oropharynx, Blut und Fäzes von jungen, gesunden Katzen 
untersuchte und Bradyrhizobiaceae in diesen Körperregionen detektierte 
(VIENTOS-PLOTTS et al., 2017a). Vorher wurde Bradyrhizobium enterica in 
Biopsien des Kolons von Menschen mit Cord Colitis Syndrom (BHATT et al., 
2013; GORKIEWICZ et al., 2013), in Blut und Lunge eines Patienten mit einer 
tödlich verlaufenen Lungenerkrankung (LO et al., 2015) und in Blutproben von 
Patienten mit Erkrankung unbekannter Genese (LO et al., 2013) nachgewiesen. Im 
Tierreich wurde Bradyrhizobium spezies (Bradyrhizobium sp.) im 
Gastrointestinaltrakt des Schwarzlinien-Harnischwels (Panaque nigrolineatus) 
(MCDONALD et al., 2015), des Amur-Stachelwels (Pelteobagrus fulvidraco) (WU 
et al., 2012), von Raupen (Lepidoptera: Saturniidae), die in den Tropen beheimatet 
sind (PINTO-TOMAS et al., 2011) und auch in Zäkum und Kolon von Pfeifhasen 
(Ochotonidae), die zu den Hasenartigen zählen, (KIZILOVA & KRAVCHENKO, 
2014) nachgewiesen. Diesen Studien war gemein, dass die untersuchten Tiere 
Herbivore waren. Obwohl nicht näher auf den Gesundheitszustand der untersuchten 
Probanden eingegangen wurde, wurde Bradyrhizobium sp. eine wichtige Rolle 
bezüglich der in der Verdauungsphysiologie von Herbivoren notwendigen 
Stickstofffixierung zugeschrieben. Die Rolle von Bradyrhizobiaceae im oberen 
Respirationstrakt von Katzen und ihre mögliche Rolle in der Pathogenese von 
nasalen Neoplasien bei der Katze bleibt Gegenstand zukünftiger Studien.  
Die nasale mikrobielle Komposition von Katzen mit Nasentumoren schien unter 
Betrachtung der Alpha- und Beta-Diversität nicht durch eine antibiotische 
Vorbehandlung beeinflusst worden zu sein. Als einzig signifikanter Unterschied 
konnte festgestellt werden, dass nicht vorbehandelte Katzen bei der differierenden 
Abundanz-Analyse LEfSe-Analyse (linear discriminant analysis effect size) bei 
einigen Taxa ein höheres Vorkommen zeigten. Diese Beobachtung spiegelt nicht 
die Ergebnisse von humanmedizinischen Studien wieder, die eine signifikante 
mikrobielle Veränderung durch den Gebrauch von Antibiotika verzeichneten 
(PANDA et al., 2014; RUTTEN et al., 2015; HAUSER et al., 2016). Die heterogene 
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Vorbehandlung und die unterschiedlichen Typen nasaler Neoplasien innerhalb der 
Gruppe der Tumorpatienten der vorliegenden Studie erschweren jedoch die 
Definition eines Core-Mikrobioms. Dies könnte auch den Grund für den scheinbar 
fehlenden Einfluss der Antibiotikatherapie darstellen.  
Bakterielle Pathogene, die bekanntermaßen am Katzenschnupfenkomplex beteiligt 
sind, wie beispielsweise C. felis und Mycoplasma spp. (LITSTER et al., 2015), 
wurden in der vorliegenden Studie nur bei erkrankten Katzen, jedoch nicht bei 
gesunden Tieren nachgewiesen. Diese Beobachtung steht im Gegensatz zu einer 
früheren Studie, die Mycoplasma spp. a mittels Kultur und PCR auch aus 
Nasentupfern von respiratorisch gesunden Katzen isolieren konnte (SCHULZ et al., 
2014). Die meisten Studien, deren Ziel der Nachweis von C. felis und Mycoplasma 
spp. bei gesunden Katzen war, beprobten allerdings Konjunktiven und/oder 
Oropharynx (HOLST et al., 2010; GOURKOW et al., 2013; MCMANUS et al., 
2014; BERGER et al., 2015). Da die Anzahl der Katzen mit Katzenschnupfen in 
der vorliegenden Studie limitiert war, konnte nicht evaluiert werden, welche Rolle 
die Pathogene FHV-1, FCV und C. felis in der Zusammensetzung des nasalen 
Mikrobioms während eines akuten Katzenschnupfens spielen. 
Katzen mit Katzenschnupfen wiesen am häufigsten die Bakteriengenera Moraxella, 
nicht weiter unterteilte Bradyrhizobiaceae, Staphylococcus, Pasteurella, 
Chlamydia und Streptococcus auf. In früheren Studien, die auf kulturellem 
Nachweis oder PCR zur Detektion von Bakterien basierten, wurden in der Nase von 
Katzen mit Katzenschnupfen am häufigsten Pasteurella, Streptococcus, und 
Staphylococcus beschrieben (SCHULZ et al., 2006), was sich mit den Ergebnissen 
der vorliegenden Studie deckt.. Eine weitere Studie berichtet neben diesen 
Bakterien zusätzlich von Mycoplasma spp. als eines der häufigsten Bakterien in der 
Nase von Katzenschnupfenpatienten (VEIR et al., 2008). Die pathogene Rolle von 
Mycoplasma spp. wird derweil in der Literatur kontrovers diskutiert. Von einigen 
Autoren werden sie zu den Primärerregern des Katzenschnupfenkomplexes gezählt 
(BANNASCH & FOLEY, 2005; LITSTER et al., 2015). Diese Einschätzung wird 
in Frage gestellt, da Mycoplasma spp. auch bei klinisch gesunden Katzen isoliert 
wurde (FERNANDEZ et al., 2017). Auch in der Nase von respiratorisch gesunden 
Katzen, die allerdings anderweitig schwerwiegend erkrankt waren, konnten 
Mykoplasmen detektiert werden (SCHULZ et al., 2014). 
Interessanterweise gehörte Mycoplasma in der vorliegenden Studie bei Katzen mit 
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Katzenschnupfen nicht zu den häufigsten Bakterientaxa und erreichte nur eine 
relative Häufigkeit von 0,5 %. C. felis stellt ein anderes, bei Katzen mit 
Katzenschnupfen und Konjunktivitis häufig in Konjunktivalabstrichen 
nachgewiesenes Pathogen dar (JOHNSON, 1984; IWAMOTO et al., 2001; CAI et 
al., 2002; HELPS et al., 2003; FERNANDEZ et al., 2017) In vorangegangenen 
Studien wurde dieser Erreger aber auch in der Nase von Katzen mit FURTD 
beobachtet (JOHNSON, 1984; IWAMOTO et al., 2001; CAI et al., 2002; SCHULZ 
et al., 2015). Bezeichnenderweise wurde C. felis in der vorliegenden Studie nur bei 
Patienten mit Katzenschnupfen festgestellt (relative Häufigkeit 5,7 %), jedoch 
weder bei gesunden Katzen noch bei Neoplasiepatienten, was die pathogene Rolle 
des Erregers unterstreicht.  
Die Ergebnisse der vorliegenden Arbeit zeigen, dass Pasteurella spp. vor allem in 
der Nase von Katzen mit Nasentumor oder Katzenschnupfen, aber auch bei 
gesunden Katzen aufzufinden sind. Bei Katzen mit Katzenschnupfen wurde das 
Vorkommen von Pasteurella spp. in der Nase bereits kulturell nachgewiesen 
(SCHULZ et al., 2006; VEIR et al., 2008). Im Rahmen anderer Mikrobiomstudien 
wurde der Nachweis von Pasteurella spp. mit feliner Gingivostomatitis assoziiert 
(DOLIESLAGER et al., 2011), und das Bakterium konnte aus Wunden, die durch 
Katzenbisse hervorgerufen wurden, isoliert werden (GOLDSTEIN et al., 2012). In 
einem Fallbericht über einen Papagei (Anodorhynchus hyacinthinus) mit nasalem 
Adenokarzinom wurde Pasteurella spp. aus dessen Nasenausfluss isoliert 
(NOONAN et al., 2014).  
Die vorliegende Studie wird durch einige Faktoren limitiert. Die Analyse kann von 
verschiedenen Faktoren beeinflusst oder auch beeinträchtigt werden. Bereits die 
Vorarbeiten der eigentlichen Genomsequenzierung können die mikrobielle 
Beurteilung signifikant beeinflussen. So hat die DNA von Chemikalien und 
Verbrauchsmaterialien wie DNA-Extraktionskits (MOHAMMADI et al., 2005; 
SALTER et al., 2014), PCR-Reagenzien (TANNER et al., 1998; CORLESS et al., 
2000), oder auch die Wahl der Extraktionsmöglichkeit (BIESBROEK et al., 2012) 
und Unterschiede in der Effektivität der PCR (BRANDT et al., 2012) das Potential, 
die Ergebnisse zu beeinträchtigen. Kontaminierende DNA stellt insbesondere bei 
Proben mit geringer mikrobieller Biomasse ein häufiges und ernsthaftes Problem 
dar. Die geringe Menge an Ausgangsmaterial kann so effektiv verdrängt werden, 
was zu verfälschten Ergebnissen führt. Aus diesem Grund werden 
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Negativkontrollen durchgeführt (SALTER et al., 2014). Im Rahmen der 
vorliegenden Studie musste keine Probe aufgrund mangelhafter oder zu geringer 
DNA-Konzentration ausgeschlossen werden. In der vorliegenden Arbeit wurden 
parallel zu den Proben zwei Negativkontrollen untersucht. Eine Negativkontrolle 
beinhaltete anstatt eines beprobten Nasentupfers einen sterilen Tupfer, die andere 
wurde ganz ohne Tupfer durchgeführt. Die weiteren Schritte erfolgten wie bei allen 
anderen Proben. Beide Negativkontrollen wiesen Bakterienvorkommen auf. Eine 
Verunreinigung durch die Probenentnahme, die Tupfer, die DNA-Extraktion, die 
PCR oder die spätere Sequenzierung kann also nicht ausgeschlossen werden. 
Jedoch scheint ihr Einfluss gering zu sein, da sich die Negativkontrollen 
hinsichtlich ihrer Bakterientaxa stark von den Nasentupferproben unterschieden. So 
stellte beispielsweise das Genus Phyllobacterium 84,8 % aller nachgewiesenen 
Taxa bei der Negativkontrolle ohne Tupfer dar, war bei allen anderen Tupfern 
hingegen deutlich weniger repräsentiert. Bakterien des Genus Delftia machten bei 
der Negativkontrolle des unbenutzen Tupfers 19,0 % aller in dieser Probe 
nachgewiesenen Taxa aus, stellten jedoch in den anderen Proben nur einen sehr 
geringen prozentualen Anteil an allen nachgewiesenen Bakterien dar. Selbiges gilt 
für Pseudomonas, die in der Negativkontrolle des Tupfers ohne Probenmaterial mit 
22,5 % deutlich häufiger repräsentiert waren als bei allen anderen Proben. 
Bakterientaxa, die bei Katzen eine hohe relative Häufigkeit aufwiesen, waren bei 
den Negativkontrollen hingegen kaum nachweisbar. Es ist somit unwahrscheinlich, 
dass die relative Häufigkeit der Taxa allein durch Verunreinigung zustande kommt. 
Auch frühere Mikrobiomstudien berichten von dem Problem der Kontamination 
und dem Vorhandensein von Bakterien in Negativkontrollen. Phyllobacterium 
(SALTER et al., 2014), Delftia (SALTER et al., 2014) und Pseudomonas (GRAHN 
et al., 2003; LAURENCE et al., 2014; SALTER et al., 2014) sind demnach als 
Kontaminanten hinreichend bekannt. 
Mögliche Gründe für eine Verunreinigung der Negativkontrollen im Rahmen der 
vorliegenden Arbeit liefern die Ergebnisse anderer Studien: So gibt es 
Vermutungen, dass eine Kontamination der Proben nicht nur durch im Labor 
verwendete Reagenzien oder Wegwerfartikel aus Plastik zustande kommen kann, 
sondern auch durch steriles Wasser (GRAHN et al., 2003). Somit besteht bei der 
Aufbereitung der Proben und der darauf folgenden PCR die Möglichkeit einer 
Verunreinigung. Ein Nachweis dieser Hypothese bleibt aber schwierig, da 
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beispielsweise, um die Durchführung der PCR zu vermeiden, eine Kultur 
angefertigt werden müsste. Ein negatives Ergebnis der Kultur bedeutet aber nicht 
die Abwesenheit betreffender Bakterien und kann folglich nicht die damit 
verbundene Fragestellung einer möglichen Kontamination beantworten (GRAHN 
et al., 2003). Das Problem der Kontamination während der PCR könnte bei 
Verwendung der Metagenom-Shotgun-Sequenzierung umgangen werden. Jedoch 
können auch bei dieser Methodik während der vorherigen DNA-Extraktion 
Kontaminanten eingeschleust werden. Nichts desto trotz wird empfohlen, aus jeder 
an der Analyse beteiligten Materialien, also der an der Probensammlung beteiligten 
Utensilien, jedem Extraktions-Kit und jedem PCR-Kit Kontrollproben zu 
entnehmen und zu untersuchen, um ausfindig zu machen, zu welchem Zeitpunkt 
der Analyse die Kontamination zustande kam (SALTER et al., 2014). Im Rahmen 
dieser Studie musste keine Probe aufgrund mangelhafter oder zu geringer DNA-
Konzentration verworfen werden. Eine Verzerrung der Bakterienvorkommen 
aufgrund einer zu geringen Bakterienkonzentration ist somit nicht gegeben. Da sich 
beide Negativtupfer in der relativen Häufigkeit von Bakterientaxa sehr stark von 
den bei Katzen detektierten Bakterien unterschieden, ist auch diesbezüglich eine 
Verzerrung der erhobenen Daten nicht gegeben. 
Eine weitere Limitation der Studie stellt die Probensammlung der Katzen dar. Die 
gesunden Probanden wurden bis auf einige, die sich während einer Kastration in 
Allgemeinanästhesie befanden, im Wachzustand beprobt. Bei allen Katzen mit 
nasaler Neoplasie wurde die Beprobung unter Allgemeinanästhesie durchgeführt. 
Katzen mit Katzenschnupfen wurden nur im Wachzustand Tupfer in die Nase 
eingeführt. Die Probenentnahme gestaltete sich insbesondere bei Katzenwelpen 
aufgrund des kleinen Durchmessers der Nasenlöcher nicht einfach. Obwohl die 
Probenentnahme unter Narkose einfacher durchzuführen war, wurde bei einer 
nichtparametrischen statistischen Untersuchung mittels ANOSIM-Analyse 
(Analysis of similarities) der gesunden Studienpatienten kein Unterschied der 
nasalen bakteriellen Komposition zwischen wach und narkotisiert beprobten 
Katzen festgestellt (p = 0,750), was auf einen geringen Einfluss durch die Narkose 
bei der Beprobung hinweist.. 
Wie bereits erläutert unterschieden sich die Gruppen bezüglich ihres Alters, was 
einen statistischen Vergleich der nasalen mikrobiellen Zusammensetzung zwischen 
verschiedenen Krankheitsgruppen ausschloss. Darüber hinaus wurden in diese 
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Studie relativ kleine Patientenzahlen eingeschlossen. Zudem konnte eine 
signifikante, individuell abhängige Variabilität des Mikrobioms festgestellt 
werden. Auf Grundlage der vorliegenden Analysen ein Core Mikrobiom der felinen 
Nasenhöhle zu definieren, wäre somit verfrüht. Vielmehr bieten die Ergebnisse 
dieser Arbeit erste Hinweise und Denkanstöße für weitere Forschungsvorhaben. Im 
Rahmen zukünftiger Studien sollte eine größere Anzahl an gesunden und kranken 
Katzen unter Berücksichtigung der Altersabhängigkeit untersucht werden, um 
weitere Puzzleteile, die zur Definition des felinen nasalen Mikrobioms führen, 
hinzuzufügen. Als Ausblick für die Zukunft können Kenntnisse über das 
Mikrobiom der Katzennase hilfreich sein, um diagnostische Tests, die auf der 
Detektierung von Veränderungen des Mikrobioms beruhen, zu etablieren. Würde 
einzelnen Krankheiten eine ihnen spezifische Veränderung der mikrobiellen 
Komposition zugeordnet werden können, könnte die Diagnostik eben dieser 
Erkrankung schnell, nicht invasiv und kostengünstig durchgeführt werden. In 
diesem Zusammenhang wäre zudem die Bestimmung des Metaboloms sinnvoll. 
Das Metabolom stellt die aktuellste Erweiterung der Mikrobiomforschung dar. 
Augenmerk dieser neuen Forschungsrichtung liegt auf Phänotyp und Funktion 
eines biologischen Systems. Die Analyse des Metaboloms ermöglicht es, Einflüsse 
des Mikrobioms auf den Metabolismus und somit funktionelle Veränderungen zu 
erfassen. Auch diese Veränderung stellt eine Möglichkeit dar, neue diagnostische 
Tests zur Detektion von Krankheiten zu entwickeln (SHAH et al., 2012). 
Auch eine individuell auf den Patienten zugeschnittene Therapie, die auf die 
jeweiligen Veränderungen des Mikrobioms einwirkt, könnte den Gebrauch von 
Antibiotika reduzieren. Ein verminderter Gebrauch von Antibiotika würde sich 
positiv auf das Gesamtmikrobiom des Individuums auswirken und darüber hinaus 
in einem größeren Kontext gesehen ein wichtiger Schritt sein, um der schlechten 
Resistenzlage vieler gebräuchlicher Antibiotika entgegenzuwirken. 
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V.   ZUSAMMENFASSUNG 
Ziel der vorliegenden Arbeit war es, das nasale Mikrobiom von gesunden Katzen, 
Katzen mit nasaler Neoplasie und Katzen mit Katzenschnupfen mit Hilfe der 
Amplikon-basierten 16S-rRNA-Sequenzierung zu beschreiben. Zudem sollte der 
Einfluss von individuellen Einflussfaktoren und Umweltfaktoren untersucht 
werden. 
Es konnte ein signifikanter Einfluss des Alters und der Haltungsform der Katzen 
auf die Bakterienzusammensetzung festgestellt werden. In allen Proben wurde 
sowohl eine hohe Vielfalt an Bakterienspezies als auch eine große mikrobielle 
Diversität nachgewiesen. Für die Parameter Einfluss der Narkose, Zusammenleben 
im selben Haushalt und Verwandtschaft konnte kein signifikanter Einfluss auf die 
Konstellation des Mikrobioms aufgezeigt werden. Bei Katzen mit nasaler 
Neoplasie hatte eine antibiotische Vorbehandlung keinen signifikanten Einfluss auf 
die mikrobielle Besiedlung der Nase. Katzen mit Katzenschnupfen hingegen 
zeigten bei einem positiven Nachweis von C. felis und FHV-1 signifikante 
Unterschiede des nasalen Mikrobioms gegenüber Katzen, bei denen der Nachweis 
selbiger Erreger negativ verlief. 
Proteobakterien, Firmicutes und Bacteroidetes waren in allen drei untersuchten 
Gruppen die am häufigsten nachgewiesenen bakteriellen Stämme. Bei gesunden 
Katzen und Katzen mit Katzenschnupfen war Moraxella spp. der häufigste Genus, 
wohingegen Bradyrhizobiaceae der am häufigsten nachgewiesene Genus bei 
Katzen mit Nasentumoren war. Gemessen an der relativen Häufigkeit der Taxa 
wurde eine hohe individuelle Variabilität bei gesunden und kranken Katzen 
beobachtet. 
Zusammenfassend lässt sich sagen, dass die feline Nasenhöhle eine sehr viel 
variablere und diversere mikrobielle Zusammensetzung aufweist, als noch kürzlich 
aufgrund von kulturbasierten Methoden angenommen wurde. Die weitere 
Erforschung des nasalen felinen Mikrobioms und von Zusammenhängen zwischen 
Mikrobiom und Pathogenese respiratorischer Erkrankungen bleibt zukünftigen 
Studien vorbehalten. 
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VI. SUMMARY 
The objective of this study was to examine the microbiome of healthy cats, cats 
with nasal neoplasia, and cats with feline upper respiratory tract disease (FURTD) 
using next generation sequencing techniques based on the 16S rRNA gene. 
Furthermore, the influence of individual and environmental factors was evaluated. 
A significant influence of age and indoor/outdoor status of cats on the bacterial 
composition was detected. High species richness and microbial diversity were 
observed in all samples. Factors including anesthesia, same household or relation 
did not represent a significant influence on the nasal microbial composition. In cats 
with nasal neoplasia, there was no significant difference in the microbial 
composition of the nose regardless of antimicrobial pretreatment. Nasal 
microbiome of cats with FURTD was significantly influenced by a positive test 
result for C.  felis and FHV-1 compared to cats that were tested negative for these 
infectious agents. 
In all examined groups, the most abundant phyla identified were Proteobacteria, 
Firmicutes, and Bacteroidetes. In healthy cats and cats with FURTD, Moraxella 
spp. was the most common genus, while it was Bradyrhizobiaceae in cats with nasal 
neoplasia. High individual variability was observed concerning the relative 
abundance of taxa in healthy and diseased cats. 
In summary, the study demonstrates that the nose of cats is inhabited by 
significantly more variable and diverse microbial communities than previously 
known using culture-based methods. Further investigations of the feline nasal 
microbiome and the correlation of microbiome and pathogenesis of respiratory 
diseases remain objects to future studies. 
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